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ABBREVIATIONS 
 
 
ATR‐FTIR    attenuated total reflection‐Fourier transform infrared spectra 
BA      benzyl alcohol 
CD      circular dichroism 
CH2‐PSM  PSM analogue with its proximal steric oxygen group replaced by 
a ‐CH2‐ group 
Chol      cholesterol 
CPE‐Me2    N‐palmitoyl ceramide phosphoethanolamine‐N,N‐dimethyl 
DGR      a mutant version of StnII where Arg141 and Asp143 are    
      substituted by Asp and Arg, respectively 
dh‐SM     dihydro sphingomyelin 
DHPC      dihexanoyl phosphatidylcholine 
DOPC      1,2‐dioleoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphocholine 
DPC      dodecylphosphocholine 
DPH      1,6‐diphenyl‐hexatriene 
DPPC      1,2‐dipalmitoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphocholine 
EAQ      a mutant version of StnII where Arg141, Gly142 and Asp143 are  
      substituted by Glu, Ala and Gln, respectively 
EM      electron microscopy 
EqtII      equinatoxin II 
FraC      fragaceatoxin C 
GUV      giant unilamellar vesicles  
ITC      isothermal titration calorimetry 
LUV      large unilamellar vesicle 
MOPS      3‐(N‐morpholino)propanesulfonic acid 
NMR      nuclear magnetic resonance 
PC      phosphatidylcholine 
PCer      phosphatidyl ceramide 
PFT      pore forming toxin 
POC      phosphocholine 
POPC      1‐palmitoyl‐2‐oleoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphocholine 
PSM      palmitoyl sphingomyelin 
OSM      oleoyl sphingomyelin 
RAD      a mutant version of StnII where Gly142 is substituted by Ala 
RHA      relative haemolytic activity 
RMB      relative membrane binding 
SM      sphingomyelin 
SPR      surface plasmon resonance 
StnI      sticholysin I 
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StnII      sticholysin II 
Tm      protein denaturation temperature 
tPa‐SM    trans‐parinaroyl sphingomyelin 
W43F      a mutant version of StnII where Trp43 is substituted by Phe 
W43/110F    a mutant version of StnII where Trp43 and Trp110 are    
      substituted by Phe 
W43/114F    a mutant version of StnII where Trp43 and Trp114 are    
      substituted by Phe 
WquadrupleF    a mutant version of StnII where Trp43, Trp110, Trp114 and  
      Trp115 are substituted by Phe 
wt      wild‐type 
WtripleF    a mutant version of StnII where Trp43, Trp110 and Trp114 are  
      substituted by Phe 
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Introducción 
 
  Las actinoporinas constituyen una familia de proteínas tóxicas sintetizadas por 
anémonas  marinas.  Son  proteínas  pequeñas,  básicas  y  normalmente  sin  cisteínas. 
Pertenecen al grupo de las toxinas formadoras de poros (PFT en inglés) y su actividad 
tóxica radica, como su propio nombre indica, en su capacidad para formar poros en las 
membranas  biológicas.  Todas  las  PFT  tienen  un  comportamiento  dual  según  el  cual 
permanecen  mayormente  en  forma  monomérica  y  establemente  plegadas  en 
disolución  acuosa  pero,  cuando  interaccionan  con  membranas  lipídicas  de  una 
composición  específica,  se  integran  en  la  bicapa  como  estructuras  oligoméricas.  Las 
actinoporinas  tienen  una  elevada  identidad  de  secuencia  pero  muestran  grandes 
diferencias en términos de solubilidad y actividad hemolítica. 
  Todas  las  actinoporinas  estudiadas  hasta  ahora  se  pliegan  en  forma  de 
sándwich ,  compuesto por 10‐12 hebras   flanqueadas por dos hélices .  La hélice 
anfipática  en  el  extremo N‐terminal  parece  ser  extremadamente  importante  para  la 
funcionalidad final del poro, ya que se ha propuesto que se extiende y se inserta en la 
membrana para formar las paredes del poro. Desde un punto de vista funcional, tres 
regiones más son importantes en la estructura de las actinoporinas: un sitio de unión a 
fosfocolina  (POC),  un  racimo  de  residuos  aromáticos  y  un  grupo  de  aminoácidos 
básicos.  Estas  regiones  estarían  implicadas  en  el  reconocimiento  de  los  lípidos  y  la 
unión a la membrana. 
  Las  membranas  diana  deben  contener  esfingomielina  (SM),  pero  otras 
condiciones  (como  la  presencia  de  esteroles,  la  coexistencia  de  fases  o  dominios,  la 
compactibilidad,  la  fluidez  y  la  fuerza  de  la  red  de  puentes  de  hidrógeno  en  la 
interfase) parece que también tienen gran influencia en la formación de los poros. 
  Existe un  consenso general  acerca de  los pasos que  llevan a  la  formación del 
poro.  Primero,  las  actinoporinas  se  unen  a  la  membrana  guiadas  por  la  afinidad  a 
alguno  de  sus  componentes,  probablemente  SM.  Esta  interacción  conllevaría  un 
aumento de la concentración de proteína en la interfase lípido‐agua que resultaría en 
su oligomerización en la superficie de la membrana. Después, la hélice  N‐terminal se 
separaría  del  sándwich    y  se  colocaría  paralela  a  la  membrana.  Al  mismo  tiempo, 
tendría  lugar  la  oligomerización.  Finalmente,  la  hélice  se  insertaría  en  la membrana. 
Sin embargo, varios aspectos de este mecanismo, como la estequiometria del poro, el 
orden de eventos que  llevan a  la  inserción de  la hélice o  la existencia de un preporo 
son aún objeto de intenso debate. 
 
Objetivos 
 
  Los  objetivos  de  este  trabajo  son:  (i)  el  estudio  de  la  relevancia  de  la 
composición  lipídica  de  la membrana  en  cada  paso  del mecanismo  de  acción  de  las 
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actinoporinas;  (ii)  la  producción  de  actinoporinas  naturales  y  artificiales  con  el 
propósito de estudiar sus características estructurales y funcionales y su habilidad para 
interaccionar  con  diferentes  vesículas  lipídicas  y/o  membranas  biológicas;  y, 
finalmente, (iii) el estudio del mecanismo de ensamblaje, estructura y estequiometria 
de un poro funcional, así como la influencia de la composición de la membrana en su 
estructura y funcionalidad mediante el uso de diferentes sistemas lipídicos, incluyendo 
nanodiscos. 
 
Resultados y Discusión 
 
  La  contribución  de  los  lípidos  es  relevante  en  cada  paso  del  mecanismo  de 
acción de  las  actinoporinas.  Como parte  del  trabajo  presentado  en  esta  Tesis,  se  ha 
mostrado que el colesterol  (Chol)  incrementó  la cinética de  la  formación del poro de 
esticolisina  II  (StnII),  probablemente  por  el  efecto  del  Chol  sobre  la  orientación  y  la 
dinámica  de  la  cabeza  de  la  SM.  Por  el  contrario,  la  adición  de  fosfatidil  ceramida 
(PCer) inhibió la unión de StnII a la membrana y por tanto la formación del poro. Se ha 
interpretado  que  esto  se  debe  a  la  interacción  de  PCer  con  SM,  lo  cual  lleva  a  la 
formación de un dominio altamente ordenado. El Chol es capaz de secuestrar la SM y 
revertir parcialmente el efecto de la PCer. 
  Los enlaces de hidrógeno establecidos entre los grupos funcionales 2NH y 3OH 
de  la  SM  con  moléculas  de  lípidos  y/o  residuos  de  las  actinoporinas  también  han 
demostrado  ser  importantes  para  la  funcionalidad  de  las  actinoporinas.  Los 
correspondientes análogos metilados fueron incapaces de permitir la unión de StnII a 
la membrana, como se vio por experimentos de liberación de calceína, ITC y SPR. 
  Para  analizar  la  influencia  de  residuos  específicos  sobre  la  conformación  y 
actividad  de  estas  proteínas  se  estudiaron  varios  mutantes.  Los  mutantes  que 
afectaban a  la  región N‐terminal  han  confirmado que dicha  región es  crucial  para  la 
formación  del  poro  pero  no  parece  estar  implicada  en  el  reconocimiento  de  la 
membrana. Por otro lado, las mutaciones que afectaban a las regiones implicadas en la 
unión a  la membrana, tuvieron un profundo efecto sobre  la funcionalidad de  las Stn. 
Como en el caso de la proteína silvestre, el Chol facilitó la interacción con la membrana 
de la mayoría de los mutantes estudiados, probablemente debido a la modificación de 
la disponibilidad de las moléculas de SM y la orientación de sus cabezas. 
  En la secuencia de las actinoporinas hay un motivo conservado Arg‐Gly‐Asp de 
unión  a  integrinas.  Sin  embargo,  en  lugar  de  interaccionar  con  un  receptor  de  tipo 
integrina,  los  resultados  han  sugerido  que  este  motivo  está  implicado  en  el 
mantenimiento  del  correcto  estado  de  oligomerización  de  la  proteína.  Así,  la 
modificación de la Gly142 por Ala dio lugar a un mutante con la misma capacidad de 
unión a la membrana que la proteína silvestre pero con una marcada reducción de su 
actividad hemolítica. 
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  El  reemplazo de  los  residuos de Trp de StnII  tuvo un profundo  impacto en su 
capacidad de unión a la membrana pero la formación del poro no se vio tan afectada. 
Por  tanto,  se  propuso  que  los  residuos  de  Trp  en  las  actinoporinas  juegan  un  papel 
importante en el reconocimiento y unión a  la membrana pero tienen poca  influencia 
en la difusión y oligomerización necesarias para la formación de un poro funcional. 
  De  todas  las  actinoporinas  conocidas  sólo  cuatro  de  ellas  han  sido 
caracterizadas con detalle: EqtII, FraC, StnI y StnII. En este trabajo se han comparado 
las  propiedades  funcionales  y  biofísicas  de  estas  proteínas  en  idénticas  condiciones 
experimentales.  Mostraron  distintos  comportamientos  frente  a  modelos  lipídicos 
simples, lo cual puede deberse a sus distintas especificidades o afinidades de unión a 
las membranas. 
  Finalmente,  con el objetivo de  reconstituir un poro  transmembrana  funcional 
de StnII en estado soluble,  se han empleado nanodiscos. Los nanodiscos son bicapas 
lipídicas autoensambladas con  la ayuda de una proteína de andamiaje derivada de  la 
apolipoproteína  A‐1  que  han  permitido  obtener  un  estructura  provisional  del  poro 
transmembrana,  a  10.0  Å  de  resolución,  reconstruido  a  partir  de  imágenes  de 
criomicroscopía electrónica. 
 
Conclusiones 
 
  El Chol y  la red de puentes de hidrógeno establecida por  las moléculas de SM 
han demostrado ser importantes para la unión de las actinoporinas a la membrana y la 
formación del poro. 
  Mutaciones  puntuales  de  residuos  localizados  en  regiones  clave  de  las 
actinoporinas  o  que  alteren  la  libertad  conformacional  y/o  la  distribución 
electrostática de  regiones bien definidas de  la proteína dieron  lugar a proteínas que 
presentaban una disminución en la unión a la membrana y/o formación de poro. 
  Los nanodiscos han demostrado ser una herramienta muy útil en el estudio de 
los poros transmembrana de las actinoporinas. 
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Introduction 
 
  Actinoporins constitute a family of toxic proteins synthesized by sea anemones. 
They are small, basic, and usually cysteinless proteins. They belong to the much larger 
group  of  pore  forming  toxins  (PFTs)  and  their  toxic  activity  relies,  as  their  name 
suggests,  in  their  capacity  to  form pores  into biological membranes. All PFTs  show a 
very similar dual behaviour by which they remain mostly monomeric and stably folded 
in  aqueous  solution  but,  upon  interaction  with  lipid  membranes  of  specific 
composition,  they  become  oligomeric  integral  membrane  structures.  Actinoporins 
display  high  sequence  identity  but  show  large  functional  differences  in  terms  of 
solubility and haemolytic activity. 
  All actinoporins studied so far fold as a ‐sandwich motif composed of 10‐12 ‐
strands  flanked  by  two  ‐helices.  The  amphipathic  N‐terminal  ‐helix  seems  to  be 
extremely important for the final functionality of the pore since it has been proposed 
to  extend  and  insert  into  the membrane  to  form  the  pore walls.  From  a  functional 
point of view three more regions appear as very important in actinoporins structure: A 
phosphocholine (POC) binding site, a cluster of aromatic residues, and an array of basic 
amino acids, which are involved in lipid recognition and membrane binding. 
  Target  membranes  must  contain  sphingomyelin  (SM),  but  some  other 
conditions,  such  as  the  presence  of  sterols,  the  coexistence  of  various  phases  or 
domains, compactness,  fluidity, and the strength of  the  interfacial hydrogen bonding 
network,  seem  to have a  great  influence on  their membrane pore‐forming ability  as 
well. 
  There is a general consensus in accepting the occurrence of steps in leading to 
pore‐formation.  First,  actinoporins  initially  bind  to  the  membrane  guided  by  their 
affinity  to  some  membrane  component,  most  probably  SM.  This  interaction  would 
result  in an  increase of protein concentration at  the  lipid‐water  interface  that would 
lead  to  its  oligomerization  on  the  membrane  surface.  Then,  the  N‐terminal ‐helix 
would  detach  from  the  ‐sandwich,  extend,  and  lie  parallel  to  the  membrane. 
Simultaneously,  oligomerization would  occur.  Finally,  the  helix would  insert  into  the 
membrane. However, several aspects of the mechanism, such as the stoichiometry of 
the pore, the order of events that lead to helix insertion or the existence of a prepore 
state are still subject of intense debate. 
 
Objectives 
 
  The aims of this work were (i) the study of the relevance of  lipidic membrane 
composition in every step of actinoporins’ mechanism of action combined with (ii) the 
production of natural and artificial actinoporins variants with the purpose of studying 
their structural and functional features and their ability to interact with different lipid 
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model  vesicles  and/or  biological  membranes;  and  finally,  (iii)  the  elucidation  of  the 
assembly mechanism,  structure,  and  stoichiometry  of  a  functional  actinoporin  pore, 
and  the  influence  of  membrane  composition  on  its  structure  and  functionality  by 
means of the use of different lipidic systems, including nanodiscs platforms. 
 
Results and Discussion 
 
  The contribution of  lipids  is relevant  in every step of actinoporins’ mechanism 
of  action.  As  part  of  the  work  presented  in  this  Thesis,  it  has  been  shown  that 
cholesterol  (Chol)  increased pore  formation kinetics by  sticholysin  II  (StnII),  probably 
because of Chol’s effect on SM head group tilt and dynamics. On the contrary, addition 
of phosphatidyl ceramide (PCer) inhibited StnII binding to the bilayer and consequent 
pore formation. This was interpreted in terms of PCer interacting with SM, leading to 
the formation of a highly ordered domain. Consequently, Chol was able to sequester 
SM and partially reverse the inhibitory effect of PCer. 
  Hydrogen bonding established between 2NH and 3OH functional groups of SM 
with  lipid  molecules  and/or  actinoporins’  residues  have  been  shown  also  to  be 
important  for  actinoporins’  functionality.  The  correspondent  methylated  analogues 
failed  to  support  stable  membrane  association  of  StnII,  as  it  was  seen  by  calcein 
leakage, ITC and SPR experiments. 
  In order to analyse the influence of particular residues on the conformation and 
activity of  these proteins many mutant  variants were  studied. Mutants  affecting  the 
amino  terminal  sequence  stretch  have  confirmed  that  this  region  is  crucial  for  pore 
formation  but  does  not  seem  to  be  involved  in  the  arrangements  needed  for 
membrane  recognition.  On  the  other  hand,  mutations  affecting  the  regions  of  the 
protein  involved  in  membrane  recognition  and  binding  had  a  deep  effect  on  Stn 
functionality. As with the wild‐type protein, Chol significantly favoured interaction with 
the membrane of most mutants  studied, most probably modifying availability of  SM 
molecules and the orientation of their head groups. 
  Within the sequence of actinoporins there  is a conserved  integrin‐like binding 
Arg‐Gly‐Asp  motif.  However,  rather  than  interacting  with  an  integrin‐like  receptor, 
results suggested that this motif is involved in maintaining the correct oligomerization 
state of the protein. Thus, the modification of Gly142 for Ala yielded a mutant variant 
with the same membrane binding ability as the wild‐type protein but with a markedly 
reduced haemolysis activity. 
  Replacing  StnII  Trp  residues  had  a  deep  impact  on  its  membrane  binding 
capability but the subsequent step leading to the formation of a functional pore were 
not  so  affected.  Therefore,  it was  proposed  that  Trp  residues  in  actinoporins  play  a 
major role in membrane recognition and binding but have only minor influence on the 
diffusion and oligomerization needed to assemble into a functional pore. 
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  Of  all  known  actinoporins,  only  four  of  them  have  been  thoroughly 
characterized:  EqtII,  FraC,  StnI,  and  StnII.  In  this  work,  functional  and  biophysical 
properties of these proteins have been studied in detail under  identical experimental 
conditions.  They  showed quite different  behaviour when  studied  under  simpler  lipid 
model  systems,  which  could  be  due  to  their  distinct  specificities  and/or  membrane 
binding affinities. 
  Finally, with the aim of reconstituting a functional transmembrane pore of StnII 
in  a  soluble  state,  nanodiscs  have  been  employed.  They  are  self‐assembled 
phospholipid bilayers  encased within  an engineered derivative of  apolipoprotein A‐1 
scaffold  protein  which  have  allowed  us  to  obtain  a  provisional  structure  of  the 
transmembrane  pore,  at  10.0  Å  resolution,  reconstructed  from  cryo‐electron 
microscopy images. 
 
Conclusions 
 
  Chol and hydrogen bonding network established by SM molecules have shown 
to be important for membrane binding and pore formation by actinoporins. 
  Single  mutations  of  residues  located  at  crucial  regions  of  actinoporins  or 
altering the strictly required conformational freedom and/or electrostatic distribution 
of  well‐defined  protein  regions  yielded  proteins with  diminished membrane  binding 
and/or pore formation activity. 
  Nanodiscs  have  proven  to  be  a  very  useful  tool  in  the  study  of  the 
transmembrane pore of actinoporins. 
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  Actinoporins constitute a family of toxic proteins synthesized by sea anemones 
and most probably  stored  in  their nematocysts  (Basulto et al. 2006).  They are  single 
polypeptide chains of around 175 amino acids which usually display basic pI and are 
cysteinless  (Maček  1992,  Anderluh  et  al.  2002,  Alegre‐Cebollada  et  al.  2007b).  They 
belong to the much larger group of pore forming toxins (PFTs) and their toxic activity 
relies,  as  their  name  suggests,  in  their  capacity  to  form  pores  into  biological 
membranes. All PFTs show a very similar dual behaviour by which they remain mostly 
monomeric  and  stably  folded  in  aqueous  solution  but,  upon  interaction  with  lipid 
membranes  of  specific  composition,  they  become  oligomeric  integral  membrane 
structures.  Thus,  this  family  of  proteins  represents  an  optimal  system  to  study  the 
transition  from  a  soluble  monomeric  folded  conformation  to  an  oligomeric 
transmembrane protein and demonstrates how an identical amino acid sequence can 
fold into two different structures, showing the environmental influence on the energy 
landscape  of  a  protein.  Pore  forming  toxins  can  be  classified  in  ‐PFTs  or  ‐PFTs, 
depending  on  the  structural  element  that  inserts  into  the membrane  (Parker  et  al. 
2005,  Geny  et  al.  2006,  Anderluh  et  al.  2008,  González  et  al.  2008,  Iacovache  et  al. 
2008,  Mueller  et  al.  2009,  Law  et  al.  2010,  Mueller  et  al.  2010).  Sea  anemone 
actinoporins  are ‐PFTs  because  they  insert  a ‐helix  stretch.  They  are  believed  to 
participate in functions like predation, defence, and digestion and have been shown to 
be  lethal  for  small  crustaceans,  molluscs,  and  fish  (Basulto  et  al.  2006).  They  form 
cation‐selective pores with a diameter of 1‐2 nm within biological membranes which 
result in a colloid‐osmotic shock that leads to cell death (Varanda et al. 1980, Maček et 
al.  1994,  Tejuca  et  al.  1996,  De‐los‐Ríos  et  al.  1998,  Tejuca  et  al.  2001).  This  is  the 
reason  which  explains  why  actinoporins  show  haemolytic  activity  when  assayed 
against erythrocytes (Belmonte et al. 1993, Tejuca et al. 2001). 
  Actinoporins  have  been  so  far  detected  in  at  least  20  different  sea  anemone 
species  (Maček  1992,  Alegre‐Cebollada  et  al.  2007b,  Bellomio  et  al.  2009, 
Monastyrnaya et al. 2010),  showing their ubiquitous distribution within the Actinaria 
order. Moreover, they display high sequence identity (between 60% and 80%) (Fig. 1) 
and appear as multigene families (Anderluh et al. 1999), though only a few of the many 
protein isoforms coded within the same individual are actually produced in detectable 
amounts  (Turk  1991,  Maček  1992,  De‐los‐Ríos  et  al.  2000,  Alegre‐Cebollada  et  al. 
2007b, Wang et al. 2008). The small number of changes observed can result however 
in  large  functional  differences  in  terms  of  solubility  and  haemolytic  activity  (Alegre‐
Cebollada et al. 2007b, Wang et al. 2008, Monastyrnaya et al. 2010, Uechi et al. 2010), 
as exemplified by StnI and StnII from Stichodactyla helianthus. These two actinoporins 
are  91%  identical  but  show  quite  different  haemolytic  activities.  The  reason  why  a 
single anemone can produce several  isoforms of actinoporins  in  its venom is still not 
fully  understood.  One  possible  explanation  would  be  to  expand  the  range  of  prey 
susceptible of being attacked (Olivera et al. 1990). Such a strategy would extend and 
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modulate  the  range of  sea anemones’ action.  It has even been proposed an analogy 
with  immunoglobulins  which  suggests  that  sea  anemone  tentacles  would  produce 
many  isoforms  of  actinoporins  because  they  would  represent  the  embryo  of  a 
rudimentary  defence  system  (Wang  et  al.  2008).  It  has  been  recently  shown  the 
possibility  that  these  different  isoforms  show  synergistic  activity,  leading  to  the 
production of more efficient and versatile venoms (Rivera‐de‐Torre et al. 2016). These 
results not only prove that StnI and StnII potentiate their  lytic activity when they act 
together, but also  indicate that they can establish functional heteropores, suggesting 
that  actinoporins  have  a more  complex  regulated physiological mode of  action  than 
previously believed. 
  
Figure  1.  Sequence  alignment  of  all  known  primary  structures  from  different  sea  anemone 
actinoporins. 
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Structure of actinoporins 
 
  The  water‐soluble  structures  of  EqtII  (Athanasiadis  et  al.  2001,  Hinds  et  al. 
2002), FraC (Mechaly et al. 2011, Tanaka et al. 2015), StnI (García‐Linares et al. 2013), 
and StnII (Mancheño et al. 2003) are known in detail by means of X‐ray crystallography 
and/or NMR determinations.  The  crystal  structure of  a  FraC octamer, obtained after 
reconstitution  with  detergents,  has  been  also  reported  (Tanaka  et  al.  2015).  All 
actinoporins  studied  so  far  fold  as  a ‐sandwich motif  composed of  10‐12 ‐strands 
flanked by two ‐helices  (Fig. 2). One of  these helices  is  located near the N‐terminal 
end and  is preceded by a  short 310 helix  (Athanasiadis et al. 2001, Hong et al. 2002, 
Mancheño et al. 2003, Norton 2009, Mechaly et al. 2011). The first 30 residues (Fig. 3) 
appear to be the  longest and only segment of the protein that can adopt alternative 
conformations  without  disrupting  the  fold  of  the  ‐sandwich  (Athanasiadis  et  al. 
2001). This  feature and the amphipathic character of  the N‐terminal ‐helix seem to 
be  extremely  important  for  the  final  functionality  of  the  pore  since  it  has  been 
proposed to extend and insert into the membrane to form the pore walls (Malovrh et 
al.  2003).  From  the  functional  point  of  view  three  more  regions  appear  as  very 
important  in  actinoporins’  structure:  A  phosphocholine  (POC)  binding  site  (Fig.  4),  a 
cluster of aromatic residues (Fig. 5), and an array of basic amino acids (Fig. 6), which 
are  involved  in  lipid recognition and membrane binding. Determination of the crystal 
and  soluble  three‐dimensional  structures  of  actinoporins,  altogether  with  different 
biochemical  and  biophysical  characterization  of  the  natural  variants  and  the  high 
number of mutants of EqtII (Hong et al. 2002, Kristan et al. 2004, Drechsler et al. 2006, 
Kristan et al. 2007, Rojko et al. 2013, Wacklin et al. 2016),  StnI  (García‐Linares et al. 
2013,  Antonini  et  al.  2014)  and  StnII  (Castrillo  et  al.  2009,  Pardo‐Cea  et  al.  2010, 
García‐Linares  et  al.  2014, García‐Linares  et  al.  2015),  has  led  to putative models  of 
their topology and mode of action. 
  As suggested above,  the N‐terminal end of actinoporins  (Fig. 3)  is essential  to 
exert  their  pore  forming  capacity,  although  it  does  not  seem  so  implicated  in 
membrane recognition and binding (Hong et al. 2002, Kristan et al. 2004). Depletion of 
 
Figure 2. Three‐dimensional soluble structure of equinatoxin II (EqtII, PDB 1IAZ), fragaceatoxin C (FraC, 
PDB 4WDC),  sticholysin  I  (StnI,  PDB 2KS4),  and  sticholysin  II  (StnII,  PDB 1GWY). Diagrams were made 
using MOLMOL program (Koradi et al. 1996). 
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Figure  4.  Ribbon  representation  showing  the  POC‐
binding  site  within  the  three‐dimensional  structure  of 
StnII. Tyr111  is  labelled  in a different colour because  its 
role  is  particularly  discussed.  The  image was  generated 
by UCSF Chimera program (Pettersen et al. 2004).
this  region  in EqtII or  its covalent  linking  to  the ‐
sandwich by means of an introduced disulfide bond 
prevented  pore  formation  but  did  not  hinder 
membrane binding  (Anderluh  et  al.  1997, Hong et 
al. 2002, Kristan et al. 2004). Even single mutations, 
like  A10P  StnII  variant,  which  would  prevent  the 
helix  extension,  can  preclude  pore  formation 
without  affecting  membrane  attachment  (Alegre‐
Cebollada  et  al.  2008,  García‐Linares  et  al.  2015). 
Although  it  is  precisely  in  the  first  30  residues 
where  actinoporins  show  more  sequence 
variability,  hydrophobic  residues  are  quite 
conserved. Thus, the differences are located mainly 
in  the  hydrophilic  residues,  which  could  result  in 
distinct  conductivity  across  the  pore,  and 
therefore, different toxicity of the proteins (Ros et al. 2015b). Peptides mimicking the 
N‐terminal of  StnI have been used  to  study  the possible  conformation of  this  region 
both  in water  and  lipid  environment.  In  both  cases  the  conformation of  the  first  30 
residues  corresponded  to  an ‐helix,  but  the  helical  content was  higher  in  the  lipid 
environment (Malovrh et al. 2003). On the other hand, the amino‐terminal peptides of 
EqtII  and  StnII  are  essentially  unstructured  and  extended  in  water  solution, 
respectively,  but  they  can  also 
acquire  large  helical  contents  in 
hydrophobic  environments 
(Casallanovo  et  al.  2006,  Drechsler 
et  al.  2006,  Drechsler  et  al.  2009, 
Castrillo et al. 2010). All the studied 
peptides  seemed  to  display  an 
environmentally  dependent 
conformational  plasticity  which 
may  be  highly  important  for 
exerting  their  function  when 
included in the complete protein. 
  Determination  of  a  POC‐
StnII  complex  X‐ray  structure 
(Mancheño  et  al.  2003)  allowed  to 
identify  a  specific  POC  binding  site 
composed  by  both  hydrophobic 
and  hydrophilic  residues:  Arg51, 
Ser52, Val85, Ser103, Pro105, Tyr111, Tyr131, Tyr135 and Tyr136 in StnII (Fig. 4). Some 
of  them  are  also  part  of  the  aromatic  cluster.  Both  overlapping  regions  seem  to 
 
Figure  3.  Diagram  of  StnII  three‐
dimensional structure showing in blue 
the  30  first  amino  acids.  The  image 
was  generated  by  UCSF  Chimera 
program (Pettersen et al. 2004). 
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constitute  the  main  recognition  and  binding  sites  to  the  membrane,  establishing 
interactions with the choline moiety and the phosphate group. In particular, Tyr111 is 
conserved  in all  the actinoporins known so far and  it  is  located  in a very flexible and 
highly  disordered  loop.  However,  in  the  crystal  structure  of  POC‐bound  StnII,  the 
aromatic ring of Tyr111 is pointing toward the phosphocholine moiety after a probable 
conformational change from its exposed free state (Mancheño et al. 2003). Mutation 
of  Tyr111  to  Asn  resulted  in  a  dramatically  decreased  haemolytic  activity  (Alegre‐
Cebollada et al. 2004, Alegre‐Cebollada et al. 2008, Pardo‐Cea et al. 2010, Pardo‐Cea 
et al. 2011) because this mutant protein is not able to bind to the membrane. The high 
conformational  versatility  of  this  Tyr  may  indeed  facilitate  the  fast  conformational 
changes  needed  for  the  transition  from  the  soluble  state  to  the  membrane  bound 
system. 
  Most  of  the  known  actinoporins 
contain  an  exposed  cluster  of  aromatic 
residues:  Phe106,  Trp110,  Tyr111, 
Trp114,  Tyr131,  Tyr135,  Tyr136  in  StnII 
(Fig. 5). Their  interaction with the target 
membrane has been broadly established 
and mutations affecting this region result 
in  less  haemolytic  variants with  reduced 
affinity  for  lipids  (Alegre‐Cebollada et al. 
2004, Alegre‐Cebollada  et  al.  2008).  The 
location  of  some  of  these  residues  is 
compatible  with  the  surface  of  the 
protein  that  would  be  in  direct  contact 
with  the membrane.  This  observation  is 
in agreement with the fact that aromatic 
rings  have  preference  for  membrane‐
water interfaces (De‐Planque et al. 1999). 
In  this  region  the  key  residue  for  the 
establishment  of  the  actinoporins‐
membrane  interaction  seems  to  be 
Trp110  (in close proximity  to Tyr111) which penetrates  into  the hydrophobic core of 
the  membrane.  Mutation  of  the  equivalent  Trp112  residue  in  EqtII  proved  its 
implication in SM recognition  (Anderluh et al. 2005, Bakrač et al. 2008). Consistently, 
FraC Trp112 appears in the membrane binding region of the octameric crystalline pore 
structure  reported  for  this protein obtained after  reconstitution with detergents and 
seem  to  interact  directly  with  lipids.  Furthermore,  Trp112  would  participate  in 
recognizing the lipid located at one of the two high‐affinity sites for SM described for 
FraC oligomers  (Tanaka et al. 2015). Finally,  the mutant StnI W111C was still able  to 
permeabilize  erythrocytes  and  liposomes,  though  at  a  ten‐fold  higher  concentration 
 
Figure 5. Diagram showing the exposed cluster of 
aromatic  amino  acids  within  the  three‐
dimensional structure of StnII. Trp110 and Tyr111 
are  labelled  in  a  different  colour  because  their 
roles  are  particularly  discussed.  The  image  was 
generated  by  UCSF  Chimera  program  (Pettersen 
et al. 2004). 
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than the wild‐type protein due to its  lower affinity for the membrane (Antonini et al. 
2014).  Data  suggest  that  the  membrane‐recognition  key  role  assigned  to  the 
tryptophan  residue of  the  actinoporins  represented by  StnII  Trp110 would  be  based 
more  on  its  participation  in  maintaining  a  hydrophobic  effect  that  on  the 
establishment  of  interactions  with 
specific phospholipid chemical groups. 
  The  region  rich  in  basic  residues 
has been proposed  to play a  role  in  the 
initial  steps  of  EqtII  membrane 
recognition  via  interaction  with 
negatively  charged  regions  of  the  lipid 
head groups  (Hinds et al. 2002).  In StnII 
this array would be composed of Lys118, 
Lys123, Arg124, Arg125, Lys149, Arg156, 
Arg175 (Fig. 6). Interestingly, most of the 
Arg  residues  in  this  StnII  stretch  appear 
as  Lys  in  EqtII,  and  vice  versa.  An 
additional  EqtII  Lys  residue  (Lys123) 
appears  as  a  Ser  in  the  equivalent  StnII 
position  (Ser121).  Maybe  these  small 
changes are responsible of the apparent 
different  lipid  affinities  of  these  two 
proteins (De‐los‐Ríos et al. 2000, Alegre‐
Cebollada et al. 2007a, Alegre‐Cebollada et al. 2008, Bakrač et al. 2008, Bakrač et al. 
2010b).  Although  it  is  not  part  of  this  region,  Arg29  has  revealed  itself  as  very 
important  for  StnII  structure  (Fig.  6).  It  is  located  at  the  hinge  connecting  the  N‐
terminal ‐helix  to  the ‐sandwich  core  and  its  substitution with Gln  provokes  long 
range effects on the interfacial binding site of the protein (Pardo‐Cea et al. 2011). The 
distribution of the electrostatic potential along this surface changes dramatically, with 
a  significant  loss of  the positive potential.  This  could affect  the efficient  targeting of 
the  protein  to  the  membrane  and  then  perturb  the  specific  interactions  with  the 
negative phosphate groups of the membrane phospholipids. 
 
Role of lipids in actinoporins’ functional activity 
 
  There  is  a  great  interest  in  understanding  the  molecular  mechanism  of 
actinoporins’ action since they are a very good model for studying different aspects of 
transmembrane protein structure and function. Binding of water soluble pore forming 
toxin  molecules  to  the  target  membrane  is  usually  driven  by  rather  specific 
interactions  between  a  particular  binding  site  located  on  the  protein  and molecules 
embedded in the membrane moiety (Rojko et al. 2016). In this regard, actinoporins are 
Figure 6. Diagram showing the relative location of 
the array of basic amino acids  (light blue) as well 
as  the  side‐chain  of  Arg29  (dark  blue) within  the 
three‐dimensional  structure  of  StnII.  The  image 
was  generated  by  UCSF  Chimera  program 
(Pettersen et al. 2004).
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not an exception. They are able to form pores within model membranes in the absence 
of  any  other  protein,  showing  that  they  do  not  need  a  protein  receptor  (Shin  et  al. 
1979,  Belmonte  et  al.  1993,  Tejuca  et  al.  1996,  De‐los‐Ríos  et  al.  1998).  Their 
incorporation into a membrane obviously depends largely on lipid bilayer composition 
and membrane physicochemical state (Shin et al. 1979, Belmonte et al. 1993, Tejuca et 
al.  1996, De‐los‐Ríos  et  al.  1998,  Valcárcel  et  al.  2001, Martínez  et  al.  2007, García‐
Linares et al. 2016, Palacios‐Ortega et al. 2016, Rojko et al. 2016). Thus, membranes 
must  contain  sphingomyelin  (SM)  (Bernheimer  et  al.  1976,  De‐los‐Ríos  et  al.  1998, 
Alegre‐Cebollada et al. 2006, Alegre‐Cebollada et al. 2008, Bakrač et al. 2008, Maula et 
al. 2013), but some other conditions, such as the presence of sterols, the coexistence 
of various phases or domains, compactness, fluidity, and the strength of the interfacial 
hydrogen bonding network, seem to have a great influence on their membrane pore‐
forming ability as well (Varanda et al. 1980, De‐los‐Ríos et al. 1998, Barlič et al. 2004, 
Martínez et al. 2007, Bakrač et al. 2010a, Pedrera et al. 2014, Alm et al. 2015, Pedrera 
et al. 2015, García‐Linares et al. 2016, Palacios‐Ortega et al. 2016). 
  Given the apparent major role of the array of basic amino acids (Fig. 6) and the 
basic  pI  value  of  most  actinoporins,  electrostatic  interactions  between  positively 
charged  residues  and  negatively  charged  membranes  could  be  expected,  but  data 
suggest  that  the net charge plays a minor role  in actinoporin‐membrane  interactions 
(Hong  et  al.  2002,  Bakrač  et  al.  2008).  A  close  look  to  EqtII,  StnII  and  the  acidic 
actinoporin from Sagartia rosea (Jiang et al. 2002) surface charge distribution reveals 
that  charged  residues are not  conserved across  the protein  surface and absent  from 
the region that forms the membrane binding site (Rojko et al. 2016). Instead, it is well 
accepted that Trp residues play a key role  in actinoporins binding to the membranes 
(Anderluh  et  al.  1999,  Malovrh  et  al.  2000,  Hong  et  al.  2002,  Malovrh  et  al.  2003, 
Alegre‐Cebollada et al. 2004, Anderluh et al. 2005, Castrillo et al. 2010). Thus, mutating 
hydrophobic residues Trp112 or Trp116 (EqtII or FraC numbering) lowered binding by 
more  than  90%,  implying  that  protein‐membrane  interaction  is  at  least  partially 
hydrophobic  (Hong et al. 2002, Alegre‐Cebollada et al. 2008, Tanaka et al. 2015).  19F 
labelling of EqtII tryptophans enabled a detailed  in vitro study of their importance for 
lipid  binding.  Accordingly,  the  most  affected  19F  resonance  in  the  presence  of 
phospholipid micelles or bicelles was that of Trp112, followed by Trp116 (Anderluh et 
al. 2005). NMR studies of StnI confirmed that aromatic amino acid residues from the 
interfacial binding site Trp111, Tyr112, Trp115, Tyr132, Tyr136 and Tyr137 (Fig. 5) are 
inserted  into  the  dodecylphosphocholine  (DPC)  or  dihexanoyl  phosphatidylcholine 
(DHPC) micelles, providing the first contact point with the lipid interface (Castrillo et al. 
2010, López‐Castilla et al. 2014).  It has been recently observed that up to four DHPC 
molecules  can  bind  to  FraC monomer  in  the  crystal  structures  (Tanaka  et  al.  2015). 
Two  of  these  lipid  binding  sites  (L2  and  L3  in  Tanaka  et  al.  2015) were  occupied  in 
independent crystal structures more frequently and could represent the primary sites 
for  protein  attachment  to  lipid  membranes.  Co‐crystallization  of  StnII  with 
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phosphocholine  (POC),  which  is  the  essential  component  of  both  SM  and 
phosphatidylcholine (PC) head groups (Fig. 7), revealed important residues for binding 
which are also conserved in other actinoporins: Ser52, Val85, Ser103, Pro105, Tyr111, 
Tyr131,  Tyr135  and  Tyr136  (Mancheño  et  al.  2003).  Interestingly,  POC  binds  in  an 
orientation  that  partially  overlaps  with  L2  and  L3  binding  sites  of  FraC  (Rojko  et  al. 
2016). NMR  study of  StnI  precisely mapped DHPC micelles  binding  site  residues  and 
most  of  them  also  overlapped  with  DHPC  and  POC  binding  sites  of  FraC  and  StnII, 
respectively  (Castrillo  et  al.  2010,  López‐Castilla  et  al.  2014).  Finally,  it  has  been 
recently published an NMR study that enabled identifying residues involved in binding 
of EqtII to DPC micelles (Weber et al. 2015) and mapping again the interfacial binding 
site  to  the  same  regions  of  the  molecule.  Altogether  these  results  allowed 
identification  of  the  most  important  residues  for  lipid  recognition,  many  of  them 
previously  identified  in  mutagenesis  studies  to  be  important  for  actinoporins’ 
permeabilizing activity. Everything suggests then that actinoporins’  interfacial binding 
site  allows  interaction  with  several  head  groups  of  membrane  lipids  (Tanaka  et  al. 
2015). The presence of multiple binding sites for SM and PC head group could increase 
the  affinity  to  lipid  membranes  during  initial  membrane  interactions  (Rojko  et  al. 
2016). 
  As mentioned above, many factors  influence the actinoporins’ conformational 
changes  occurring  upon  the  transition  from  the  water  media  to  the  inserted  state 
(Alegre‐Cebollada et al. 2008, Ros et al. 2015a). Thus, high affinity recognition of SM by 
the  protein  seems  to  be  very  important  for  its  specific  attachment  to  a  particular 
membrane but  the  following  effects  observed probably  depend  also  on  the  physical 
properties derived  from  its particular composition and not only  from  its SM content. 
Within  this  idea,  the  actinoporins  so  far  studied  seem  to  show  different membrane 
composition  preferences,  but  the  specificity  of  actinoporins  for  SM  has  been 
convincingly demonstrated  (Bakrač et al. 2008).  For example,  incubating sticholysin  I 
with SM prior to erythrocyte addition reduces toxin haemolytic activity (Valcárcel et al. 
2001).  Identical  effect  was  achieved  when  SM  was  removed  from  erythrocytes  by 
sphingomyelinase  (Bernheimer  et  al.  1976),  although  recent  results  seem  to  indicate 
that this could be also due to the production of the corresponding ceramides and not 
 
 
Figure 7. Schematic representation of the molecular structure of SM and DPPC. 
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only  to  SM  depletion  (Alm  et  al.  2015).  This  effect  was  later  shown  also  for  EqtII 
(Bakrač et al. 2008). In a dot‐blot binding assay, phosphatidylcholine is not recognized 
by equinatoxin II, neither is ceramide nor sphingosylphosphorylcholine, so in this case, 
it has been postulated that SM functions for EqtII as a real membrane receptor but of 
lipidic nature (Bakrač et al. 2008). Site‐directed mutagenesis of EqtII revealed residues 
Trp112  and  Tyr113  to  be  responsible  for  specific  SM  recognition.  Interestingly,  sea 
anemones possess within their membranes analogues of SM to which actinoporins do 
not  bind,  making  them  resistant  to  their  own  toxins  (Meinardi  et  al.  1995).  For 
example, the haemolytic activity of actinoporin from Phymactis clematis was inhibited 
by  SM  but  not  by  sphingolipids  purified  from  the  same  sea  anemone.  This  specific 
recognition is probably based on the existence of a different phospholipid head group 
in the SM analogues. 
  However,  it  appears  that  under  specific  conditions,  some  actinoporins  may 
show  low‐affinity  interaction  with  phosphatidylcholines  and  cause  membrane 
permeabilization in the absence of SM, but only in the presence of phase coexistence, 
most probably mediated by cholesterol  (De‐los‐Ríos et al. 1998, Caaveiro et al. 2001, 
Schön et al. 2008). Thus, coexistence of different phases on the membrane seems to 
be an  important  factor,  if  not  for  attachment,  at  least  for  the  final  formation of  the 
pore (De‐los‐Ríos et al. 1998, Menestrina et al. 1999, Alegre‐Cebollada et al. 2008). For 
example, studies performed with giant unilamellar vesicles (GUV) have shown that SM 
strongly  enhanced  binding  of  EqtII,  but  was  not  sufficient  for  membrane 
permeabilization.  Pores were  formed only when,  in  addition  to  the  presence of  SM, 
liquid ordered and disordered phases coexisted  (Schön et al. 2008). Moreover,  there 
was  permeabilization  if  these  GUV  were  made  only  of  DOPC:DPPC:Chol  (1:1:1) 
mixtures which do not contain SM but do exhibit phase coexistence. Although  these 
experiments  were  made  at  far  higher  concentrations  of  EqtII  compared  to  the 
haemolysis assays, the results showed that this actinoporin can also interact with lipid 
membranes  in the absence of SM. In this case, very similar results were obtained for 
StnII with other membrane systems. According to the results published so far for this 
particular actinoporin,  the presence of SM does not seem to be as crucial as  it  is  for 
EqtII  (De‐los‐Ríos  et  al.  1998,  Alegre‐Cebollada  et  al.  2006,  Alegre‐Cebollada  et  al. 
2007a, Alegre‐Cebollada et al. 2008). 
  The  presence  of  microdomains  could  explain  why  in  Chol‐containing  bilayer 
systems actinoporins are much faster  in producing calcein  leakage. This ability would 
not  necessarily  reflect  a  higher  affinity  for  the  membrane  but  rather  an  improved 
easiness  to  diffuse,  oligomerize  and  penetrate  the  bilayer,  given  that  membrane 
binding  would  not  be  now  the  rate‐limiting  step.  Synchrotron  radiation  CD 
spectroscopic studies have revealed that the peptide corresponding to residues 1–32 
of EqtII adopts very different conformations when examined in water, DPC micelles, or 
small unilamellar vesicles composed of DOPC or DMPC  (Drechsler et al. 2009). These 
conformations were highly influenced by the presence of SM and Chol, confirming the 
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importance of  the  lipid properties arising  from the coexistence of  liquid ordered and 
disordered phases and the dual role of SM as a specific attachment and as a promoter 
of  the  bilayer  organization  necessary  for  membrane  lysis  (Drechsler  et  al.  2009).  In 
agreement with all these results, different experiments have shown that StnII is able to 
promote pore formation in COS‐7 cells via its interaction with the domains enriched in 
SM and Chol known as cellular rafts (Alegre‐Cebollada et al. 2006). Cellular membrane 
is  much  more  complex  than  binary  or  ternary  model  lipid  mixtures  and  liquid 
ordered/liquid disordered (Lo/Ld) coexistence in model membranes may not be enough 
to adequately explain lateral heterogeneity in cell membranes. 
  The role of Chol in actinoporins’ function is still controversial. In addition to its 
presumed  favouring pore‐formation ability by  inducing  the existence of  lipid‐domain 
boundaries, the latest published results suggest different roles in terms of affecting the 
physico‐chemical  state  of  the  membrane.  Data  and  molecular  interpretation  are 
compatible with the suggestion that SM‐binding toxins (e.g., EqtII) preferentially bind 
to molecules carrying a phosphocholine head group at the disordered/ordered domain 
interfaces (Schön et al. 2008) since EqtII oligomerization to pores apparently occurs in 
the  liquid  disordered  phase  (Rojko  et  al.  2014).  Furthermore,  it  has  been  recently 
published  that  StnI  binds  and  permeabilizes  with  higher  efficiency  sterol‐containing 
membranes independently of their ability to form domains. The formation of a  liquid 
disordered  (Ld) phase has been  suggested by  these authors out as  the most  suitable 
platform  for pore  formation due  to  its  increased  fluidity  (Pedrera et al. 2015).  It has 
been  also  suggested  that  lipid  packing  defects  arising  at  the  interfaces  between 
coexisting phases may function as preferential binding‐sites for the toxin (because SM 
head  group  is  exposed  for  easier  recognition  or  because  exposing  hydrophobic  acyl 
 
Figure 8. A) SM tilted conformation induced by the hydrogen bond formed between the OH group 
of Chol and the NH group of the sphingolipids. Atom colors: C (green), H (white), P (yellow), O (red) 
and N (blue)  (Fantini et al. 2013). B) Molecular  image snapshot of  typical  intermolecular  (orange) 
and  intramolecular  (cyan)  hydrogen  bonding  in  PSM bilayers.  Atom  colors:  (CH3)3N  (purple),  PO4 
(green), amide N (blue), amide O (orange), hydroxyl O (red), C=C (brown), all other C atoms (gray) 
(Venable et al. 2014). 
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chains lowers the energy barrier for helix insertion). Association with these interfaces 
between domains would function as an efficient concentration strategy confining the 
toxins to a space where oligomerization and pore formation could take place at very 
low bulk protein concentrations (Barlič et al. 2004). 
  Further, Chol appears to affect the SM phosphocholine head group orientation 
and  dynamics  (Fig.  8A)  similarly  as  shown  for  glycerophospholipids  (Niemela  et  al. 
2004,  Róg  et  al.  2006,  Björkbom  et  al.  2010)  and  may  alter  the  accessibility  of 
phosphocholine group for toxin binding (Barlič et al. 2004). Addition of Chol at about 
10 mol%  to  POPC:PSM vesicles  increased  pore  formation  kinetics  significantly, while 
the  trans‐parinaroyl  sphingomyelin  (tPa‐SM)  order  parameter  increased  only 
moderately  (Alm  et  al.  2015).  Since  the  phosphocholine  head  group  is  an  important 
recognition  site  for  StnII,  it  is  likely  that  the Chol's  effect on SM head group  tilt  and 
dynamics  affected  StnII  binding  and/or  oligomerization  more  than  Chol's  effect  on 
bilayer fluidity. Nevertheless, recent results seem to  indicate that some actinoporins’ 
residues can be highly sensitive to the concentration of this lipid within the membrane, 
such as the conserved Phe16 of FraC, which  is critical  for pore formation  in Chol‐rich 
membranes (Morante et al. 2015a). 
  Chol  is known to affect membrane  fluidity via  its effects on phospholipid acyl 
chain order  (Feinstein et al. 1975,  Jaikishan et al. 2010).  In a POPC:PSM (4:1) bilayer 
model  Chol  will  increase mostly  PSM  acyl  chain  order,  but  will  likely  also  influence 
POPC  acyl  chain  order  to  some  extent.  Given  the  present  state  of  the  actinoporins’ 
membrane‐interaction  studies,  it  is  very  important  to  remark  how  Chol  will  also 
interfere with SM‐SM  intra and  interlipid hydrogen bonding  (Róg et al. 2006), which 
will likely affect SM properties in the SM rich domains (Bruzik et al. 1990, Aittoniemi et 
al.  2006)  as  well  as  the  actual  lateral  packing  of  the membrane.  Phospholipid  head 
group mobility and tilt is indeed known to be different in gel and fluid states (Cullis et 
al. 1976). 
  Because SM and PC share phosphocholine head group (Fig. 7), other SM regions 
below  phosphocholine  head  group  must  be  involved  in  specific  interaction  with 
actinoporins  (Bakrač et al. 2008). These observations  together  suggest  that both  the 
phosphocholine head group and  the hydrogen bonding  interfacial  groups  in  SM  (the 
2NH and the 3OH) (Fig. 8B) are important for toxin binding. Using molecular docking of 
palmitoyl SM (PSM) to a 3D model of StnII,  it was suggested that Tyr135  in the POC‐
binding  site  stabilized  SM  binding  by  interactions  with  the  2NH  and  3OH  of  PSM, 
whereas  Tyr111  and  Tyr136  formed  hydrogen  bonds  to  phosphate  oxygen,  possibly 
explaining  the binding specificity  for SM. Methylation of 2NH or 3OH PSM groups or 
the mutation of any of the mentioned Tyr highly impaired membrane binding and pore 
formation,  according  to  SPR,  ITC  and  calcein  leakage  measurements  (Maula  et  al. 
2013, García‐Linares et al. 2015). 
  One of the most accepted models for actinoporins’ pore formation (see below; 
Fig.  9)  involves  membrane  curving  to  induce  a  torus‐like  channel  thanks  to  the 
INTRODUCTION 
26 
 
assistance  of  PFTs.  In  this  model,  the  walls  of  the  channel  are  formed  by  both 
polypeptide chains and lipid head groups. To avoid the high energetic cost of exposing 
their  hydrophobic  acyl  chains  to  the  aqueous  environment,  lipids  bend  and  form  a 
highly curved non‐bilayer structure at the pore edge that connects the two monolayers 
of the membrane with a continuous surface  (Cosentino et al. 2016).  If  this  is correct, 
minor  amounts  of  lipids  favouring  non‐lamellar  organizations  should  augment  the 
efficiency of pore formation. Accordingly, inclusion of PE in vesicles containing both PC 
and SM, did not  substantially modify  the  insertion of StnII, but  increased  the  rate of 
pore  formation  (Álvarez  et  al.  2009).  Within  this  same  idea,  the  presence  of  small 
quantities  of  anionic  lipids  rendered  membranes  more  sensitive  to  actinoporin‐
induced  permeabilization  (Valcárcel  et  al.  2001).  FTIR,  31P  NMR,  and  electron 
paramagnetic  resonance  (EPR) experiments have also proven how EqtII  induces non‐
lamellar  lipid  structures which would  be  consistent with  the  formation  of  a  toroidal 
lipid  pore  (Valcárcel  et  al.  2001,  Álvarez  et  al.  2003,  Anderluh  et  al.  2003,  Alegre‐
Cebollada  et  al.  2007a).  In  addition,  actinoporins  are  able  to  induce  lipid  flip‐flop 
between  internal  and  external  leaflets  of  liposome membranes  and  to  permeabilize 
liposomes  in  the  presence  of  phosphatidic  acid,  a  strong  inducer  of  negative 
membrane curvature (Valcárcel et al. 2001). 
  It  seems  clear  then  that  actinoporins’  permeabilizing  activity  depends  on 
membrane lipid composition but ionic concentration and variety of the medium can be 
also  a  determinant  factor.  Results  have  shown  that  StnII  haemolytic  activity  is 
promoted  by  Ca2+  and Mg2+  and  inhibited  by  Co2+  and Mn2+  (Veitia  et  al.  1995).  In 
particular,  some  results  suggest  that  StnII  pore‐forming  ability  is  improved  by  an 
increase  in  intracellular calcium associated  to membrane phospholipids  translocation 
elicited  by  scramblases  (Celedón  et  al.  2009).  The  oxidative  status  of  the  red  blood 
cells, regarding membrane lipid composition, seems to be another feature to take into 
account  when  studying  actinoporins’  effect  on  cells  (Celedón  et  al.  2011).  All  these 
aspects  of  their  function  have  not  been  deeply  studied  yet  and  deserve  future 
attention and development. 
  From a very different point of view, it is also remarkable how StnII is about six 
fold more  active  than  StnI  against  human  red  blood  cells. Moreover,  StnII  and  EqtII 
show  a  very  different  ability  to  lyse  these  cells  when  tested  under  the  same 
experimental  conditions  (Álvarez  et  al.  2009).  Recent  studies  have  shown  that  the 
hydrophobicity of the N‐terminal 1‐30 residues may play a key role  in this  (Ros et al. 
2015b).  This  region  is  the  most  variable  sequence  in  this  protein  family  and  data 
suggest  that  the  higher  hydrophobicity  of  this  segment  contributes  to  increase  the 
activity of the protein. This could be due to the N‐terminus of StnII being more deeply 
buried into the hydrophobic core of the bilayer than that of StnI (Ros et al. 2015b). On 
the  other  hand,  over  the  other  actinoporins  studied,  StnII  seems  to  show  a  higher 
preference  for  Chol  (De‐los‐Ríos  et  al.  1998,  Alm  et  al.  2015,  García‐Linares  et  al. 
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2015),  adding  further  complexity  to  the  correct  understanding  of  actinoporins’ 
functionality. 
  Finally,  it  has  been  proposed  the  possibility  that  other  or  additional 
acceptors/receptors  for  actinoporins  are  present  in  cellular membranes  besides  SM. 
This proposition  is based on the observation that erythrocytes and other mammalian 
cells were lysed at much lower toxin concentration compared to artificial lipid vesicles 
containing SM (Maček 1992, Belmonte et al. 1993). It was suggested that an RGD‐motif 
close  to  the POC binding  site  could play  a  role  in  integrin  recognition  at  the  cellular 
surface  (Monastyrnaya  et  al.  2010).  However,  some  results  indicate  that  the  RGD 
sequence region would be important for maintaining the correct oligomerization state 
of the protein and the convenient geometric arrangement of the protein monomers in 
order  to  form a  functional pore  (García‐Linares et al. 2014).  It  is  a non‐reported but 
well‐known fact that actinoporins elute at a delayed position when subjected to size‐
exclusion  chromatography  equilibrated  in  low  ionic  strength  buffer.  Much  more 
recently, the ability of FraC to interact weakly with different oligosaccharides has been 
described  (Caaveiro,  J.  M.  M.,  personal  communication).  Both  observations  suggest 
some  membrane  glycoproteins  or  glycosphingolipids  might  play  a  non‐previously 
foreseen  role  in  the  ability  of  actinoporins  to  assemble  as  functional  pores  on  the 
membrane of their target cells. 
 
Pore formation by actinoporins 
 
  Actinoporins must suffer a transformation from a soluble monomeric protein to 
an oligomeric  transmembrane system to  form a  functional pore  (Parker et al. 2005). 
The  mechanism  that  leads  to  pore  formation  is  still  subject  of  intense  debate. 
Nevertheless,  there  is  general  consensus  that  independent  of  the  mechanism,  in 
addition to the N‐terminal ‐helix, the three already mentioned protein regions (Figs. 
4‐6) seem to be especially important from a functional point of view (García‐Ortega et 
al. 2011). The general implication of these clusters in the interaction with membranes 
has been established through the production of many different mutants with reduced 
haemolytic activity and diminished affinity for  lipids  (Malovrh et al. 2000, Hong et al. 
2002, Alegre‐Cebollada et al. 2004, Alegre‐Cebollada et al. 2007b, Alegre‐Cebollada et 
al.  2008,  Pardo‐Cea  et  al.  2010,  Pardo‐Cea  et  al.  2011,  García‐Linares  et  al.  2013, 
García‐Linares  et  al.  2015).  There  is  however  a  general  consensus  in  accepting  the 
occurrence of steps  in  leading  to pore‐formation, which have been described  in high 
detail  before  (Alegre‐Cebollada  et  al.  2007b)  (Fig.  9).  Thus,  it  is  commonly  accepted 
that  actinoporins  initially  bind  to  the  membrane  guided  by  their  affinity  to  some 
membrane  component,  most  probably  SM  or  some  SM  derivative.  This  interaction 
would  result  in an  increase of protein concentration at  the  lipid‐water  interface  that 
would  lead  to  its  oligomerization  on  the  membrane  surface.  Kinetic  measurements 
using SPR suggest this binding to membranes as a two‐step process (Hong et al. 2002, 
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Bakrač et al. 2008). The first one would be driven by the POC‐binding site, the aromatic 
cluster of amino acids, and the array of basic residues. During the second step, the N‐
terminal ‐helix  would  detach  from  the  ‐sandwich,  extend,  and  lie  parallel  to  the 
membrane. Simultaneously, oligomerization would occur. 
  A  non‐active  oligomer,  often  referred  as  a  “prepore”  state,  would  then  be 
formed.  The  actual  existence  of  this  prepore  complex  is,  in  fact,  one  of  the  most 
controversial aspects of the mechanism we are describing. Different intermediates and 
structures  which  could  potentially  represent  this  non‐active  state  have  been 
determined by two‐dimensional crystallization on  lipid mono‐layers and electron and 
atomic  force microscopies,  combined with  computer assisted docking  (Martín‐Benito 
et  al.  2000,  Mancheño  et  al.  2003,  Gutiérrez‐Aguirre  et  al.  2004,  Mancheño  et  al. 
2006). This model shows strong similarities with the prepore structure that precedes 
pore formation in many ‐pore forming toxins (‐PFTs) (Heuck et al. 2001) and it has 
been  clearly  seen  in  some  ‐PFT  protein  pores  such  as  ClyA  (Mueller  et  al.  2009). 
Recent  studies  claim  to  have  identified  a  prepore  species  of  FraC  bound  to  lipid 
vesicles by cryo‐electron microscopy and atomic force microscopy. In this example of 
prepore ensemble, the N‐terminus would not be inserted in the bilayer but exposed to 
the aqueous solution (Morante et al. 2016). 
  The  order  of  events  leading  to  the  insertion  of  the  N‐terminus  into  the 
membrane  is  another  of  the most  controversial  steps  of  the mechanism  leading  to 
actinoporins’  pore‐formation  (Malovrh  et  al.  2003,  Rojko  et  al.  2013,  Tanaka  et  al. 
2015).  Some  results  suggest  that  the  insertion  of  the  N‐terminal  helix  in  the  lipid 
membrane  immediately  follows  the  initial  binding  of  the  toxin  on  the  membranes 
containing  SM  and  imply  that  the  N‐terminal  region  must  be  inserted  into  the 
membrane before the final oligomerization and pore formation occurs. If this were the 
case, stable prepores would not be needed for actinoporins making a functional pore 
(Rojko et al. 2013). 
 
Figure  9.  Schematic  representation  of  the  pore‐forming  mechanism  of  actinoporins.  Once  the 
protein  is attached to  the membrane,  the N‐terminal ‐helix extends and  inserts  into  the bilayer. 
Finally, oligomerization conduces to a final toroidal pore. The blue shape represents the ‐sandwich 
core. The red dark bars represent the 30 first residues before and after the extension of the  helix. 
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  Crystallization  of  StnII  on  lipid  monolayers  revealed  the  presence  of  stable 
tetrameric pore‐shaped structures where  the high  resolution water  soluble  structure 
could  be  nicely  fitted  with  only  minimal  modifications  (Martín‐Benito  et  al.  2000, 
Mancheño  et  al.  2003).  In  this  tetrameric  model,  non‐interacting  helices  would  be 
glued  together only  through  the  lipids  to  form the pore walls  (Fig. 10A). Some years 
later,  results obtained with a crystalline FraC structure  in the presence of detergents 
suggested  the  existence  of  a  crown‐shaped  nonamer  (Fig.  10B)  with  an  external 
diameter of about 11 nm and an internal diameter of approximately 5.0 nm (Mechaly 
et  al.  2011).  In  this  structure,  the  detergent  molecules  appear  located  at  the  basal 
crown rim and the nine N‐termini line its inner wall without any need for lipids facing 
the pore lumen. Most of the residues belonging to the conserved cluster of aromatic 
amino acids (Fig. 5) constitute part of the crown base and their side chains enter into 
contact with the detergent molecules (Mechaly et al. 2011). The authors of this work 
state  that  all  these  results  are  compatible with  the  assumption  that  this  nonameric 
structure  represents  a  high‐resolution model  of  an  actinoporin  in  its  prepore  state. 
However,  as  it  was  stated  before,  the  existence  of  this  prepore  is  still  a  matter  of 
controversy.  In  addition  to  this  nonameric  FraC  assembly,  octameric  FraC  pore‐like 
structures  have  been  also  crystallized.  Less  than  two  years  ago,  the  crystalline 
structure of a transmembrane pore exhibiting a unique architecture composed of both 
protein  and  lipids  was  described  (Fig.  11A)  (Tanaka  et  al.  2015).  This  pore  exhibits 
lateral fenestrations (Fig. 11B) that expose the hydrophobic core of the membrane to 
the  aqueous  environment  allowing  the  incorporation  of  lipids  from  the  target 
membrane  within  the  structure  of  the  pore,  thus  providing  a  membrane‐specific 
trigger  for  the activation of a haemolytic  toxin  (Tanaka et al. 2015). The presence of 
protein‐protein  interactions  in the N‐terminal helices, together with the  lipids, would 
help  stabilizing  the  channel  needed  to make  a  functional  pore  (Tanaka  et  al.  2015). 
Thus, as it seems obvious from the lines above, and as it is further discussed later, the 
stoichiometry and final arrangement of the functional pore is still another of the main 
subjects of scientific debate. 
 
Figure  10.  A)  Proposed  model  of  the  functional  tetrameric  pore  of  StnII.  Three  of  the  four  StnII 
monomers are shown  in different colors. The  lipid head group regions are  indicated as gray  layers. 
The walls of the pore would be lined by four helices and lipid molecules (Mancheño et al. 2003). B) 
FraC nonameric  pore model.  The  application of  9‐fold  symmetry  to  the X‐ray  crystallographic  FraC 
protomer structure yields a putative model of the functional pore (Mechaly et al. 2011). 
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  Different  biochemical,  biophysical  and  electrophysiological  evidences  supply 
support  for  the  different  steps  of  the  actinoporins’  pore‐formation mechanism.  For 
example,  EqtII  double  cysteine  mutants,  where  the  N‐terminal  1‐30  segment  was 
covalently  attached  to  the  ‐sandwich,  exhibited  reduced  haemolytic  activity  upon 
disulfide formation (Hong et al. 2002) supporting that N‐terminal detachment from the 
‐sandwich  core  is  a  required  step.  In  this  same  regard,  the  introduction  of  Pro 
residues at StnII position number 10 in order to preclude the needed ‐helix extension 
provided additional evidence (Alegre‐Cebollada et al. 2008). 
  Mutations of the hydrophobic core resulted in less stable proteins (Kristan et al. 
2004),  indicating  that  the ‐sandwich  does  not  easily  undergo  large  conformational 
rearrangements, but it must remain compactly folded for the protein to be fully active. 
On  the  basis  of  the  NMR  results  obtained  for  StnI  in  the  presence  of  DPC micelles 
(Castrillo  et  al.  2010),  during  the  early  steps  of  the  interaction with  the  lipid  bilayer 
most of the aromatic rings from the cluster (Fig. 5) would be in intimate contact with 
the membrane. The loop comprising Lys27 to Lys31 would be also close to it, and the 
N‐terminal ‐helix  would  remain  in  its  native  conformation.  Structural  and  dynamic 
NMR  studies  carried  out  on  two  disabled  variants  of  the  actinoporin  sticholysin  II, 
R29Q and Y111N, showed that their lytic activity is not only related to their membrane 
affinity  but  also  to  their  long‐range  interactions  along  the  protein  and  the  overall 
distribution of the electrostatic potential of the surface facing the membrane (Fig. 12). 
Within  this  picture,  the ‐sandwich would  be  crucial  for  lipid  specificity, membrane 
targeting,  and  formation of  the  final pore  structure, because  it would  constitute  the 
solid  scaffold  where  the  distant  parts  responsible  for  the  different  and  specific 
interactions  would  be  positioned  precisely  to  selectively  act  in  the  presence  of  the 
target (García‐Ortega et al. 2011). From this state, membrane permeabilization would 
be  achieved  by  conformational  changes  within  the  toxin,  which  would  expose 
hydrophobic  patches  of  amino  acids  required  for membrane  insertion. One of  these 
conformational changes, most probably the major one, would involve detachment and 
Figure  11.  A)  The  structure  of  the  transmembrane  pore  of  FraC  is 
composed  of  eight  identical  protein  chains  (protomers)  and  shows 
funnel‐like  shape.  B)  Lipids  (depicted  as  space‐filling  models)  are 
associated  to  the  proteins  and  constitute  an  integral  part  of  the 
structure of the pore (Tanaka et al. 2015). 
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extension  of  the  N‐terminal  ‐
helix.  Finally,  the  extended  N‐
terminal ‐helix would penetrate 
the membrane to build the pore. 
  One of the most‐accepted 
models explaining the mechanism 
of  actinoporins’  pore  formation 
(Rojko et al. 2013, Antonini et al. 
2014, Baker et al.  2014, Rojko et 
al.  2014,  Subburaj  et  al.  2015) 
assumes  a  toroidal  structure 
where  not  only  the  protein  but 
also  the  phospholipid  head 
groups would linen the pore walls 
(Fig.  9).  This  structure would not 
display  a  well‐defined  fixed 
stoichiometry,  but  rather 
heterogeneous  (Antonini  et  al. 
2014, Baker et al.  2014, Rojko et 
al. 2014, Subburaj et al. 2015). EqtII single molecule imaging on living cells showed the 
existence  of  a  mixture  of  oligomeric  species  mostly  including  monomers,  dimers, 
tetramers  and  hexamers. Mathematical modelling  based  on  these  data  supported  a 
model  in  which  toxin  clustering  proceeded  via  condensation  of  EqtII  dimer  units 
(Subburaj et al. 2015). The existence of such a  toroidal  structure has been shown by 
different means,  such  as ATR‐FTIR of  isolated protein‐membrane  complexes  (Alegre‐
Cebollada et al. 2007a) and would explain why these pores are noisy and  less stable 
than  those known  to be made by ‐PFT. On  the other hand,  the most  recent model 
proposed for pore formation (Tanaka et al. 2015), based on crystal structures of FraC 
at  four  different  stages  of  the  lytic  mechanism,  suggests  a  non‐toroidal  structure, 
although  the  pore would  be  still  composed  of  both  protein  and  lipids  (Fig.  11).  This 
model  also  involves  dimerization  as  an  important  intermediate  step  and  possibly 
prepore assembly where ‐helices are still attached to the protein core (Morante et al. 
2016).  In  this model  it  is  not  clear  at which  state helices  transfer  to  the bilayer  and 
across  the membrane  to  form  a  functional  pore.  Both  proposals  for  pore  formation 
mechanism will probably be subject to experimental validation in the following years, 
most probably leading to a new scheme reconciling them. 
  It  is clear that EqtII and StnII form cation selective pores with a hydrodynamic 
diameter of about 1‐2 nm, according to the results of different experiments, including 
the  use  of  osmotic  protectants  of  different  size  and  conductance measurements  in 
planar bilayers (Varanda et al. 1980, Belmonte et al. 1993, Maček et al. 1994, Tejuca et 
al. 1996, De‐los‐Ríos et al. 1998, Tejuca et al. 2001, Mancheño et al. 2003). The helices 
  
Figure  12.  Diagram  showing  the  membrane  interaction 
face  of  StnII  (A)  and  its  electrostatic  distribution  surface 
potential  for  the wild‐type  protein  (B)  and  the  R29Q  (C) 
and  Y111N  (D)  variants.  Blue  and  red  correspond  to 
positively and negatively charged areas, respectively. The 
side chains of R29 and Y111 are shown in (A) (Pardo‐Cea 
et al. 2011).
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from  the  oligomeric  complex  are  placed  approximately  perpendicular,  with 
hydrophobic face oriented towards to the outside of the assembly (positively charged 
residues  on  the  helices  interacting  with  the  negative  phosphate  groups  of  the 
membrane  lipids) and hydrophilic  face towards the pore  lumen  (Tanaka et al. 2015). 
Thus,  ion  selectivity  is  governed  by  charged  groups  facing  the  conductive  channel. 
Negatively  charged  residues  from  the  inner  part  of  the  helix modulate  slight  cation 
selectivity of the pore as revealed by electrophysiological measurements (Belmonte et 
al. 1993, Tejuca et al. 1996, Malovrh et al. 2003, Kristan et al. 2007). Also, negatively 
charged  lipids  enhance  cation  selectivity,  which  reinforces  the  idea  that  lipid  head 
groups are exposed to the pore lumen (Anderluh et al. 2003). Lipids as pore structural 
elements  could  also  explain  pore  instability  and  broad  conductance  distribution,  a 
characteristic  very  different  from  the  stable  and  well  defined  barrel‐stave  pores 
(Kristan  et  al.  2009,  Antonini  et  al.  2014).  EqtII  pores,  for  example,  have  a  broad 
conductance distribution (Kristan et al. 2007). However, the size of the pore seems to 
be  independent of  protein  concentration  (Tejuca  et  al.  2001).  Pores  seem  to have a 
fixed common predominant structure but may adopt slightly different conformations 
while  keeping  constant  their  size,  depending  on  the  protein  and  the  nature  of  the 
membrane  studied.  Variable  stoichiometry  is  a  well‐known  feature  among  pore 
forming  toxins.  There  seems  to  be  that  EqtII  in  the  membrane  exists  mostly  as 
monomer, dimer, tetramer and hexamer, but only a small fraction of higher oligomers, 
like octamer or nonamer, would be present (Baker et al. 2014, Subburaj et al. 2015). 
FraC  octameric  structure  is  probably  more  stable  because  protein‐protein  packing 
interface  in  octamer  is  the  most  favourable.  Kinetic  studies  of  EqtII,  StnI  and  StnII 
induced  pore  formation  in  lipid  vesicles  suggest  predominantly  three  to  four 
monomers per functional pore (Belmonte et al. 1993, Tejuca et al. 1996, De‐los‐Ríos et 
al.  1998).  This  functional data are  in agreement with  tetrameric  structures observed 
with  electron  microscopy  of  StnII  bound  to  lipid  interface  (Mancheño  et  al.  2003). 
Interestingly, the presence of preassembled StnI dimers, via a disulfide bridge at the N‐
terminal  end,  seems  to  facilitate  pore  formation  (Valle  et  al.  2011).  Data  altogether 
seem to indicate that dimers could be intermediates in the pore formation pathway of 
actinoporins, as suggested for FraC and EqtII oligomer assembly (Subburaj et al. 2015, 
Morante  et  al.  2015a).  In  summary,  all  the  experiments  carried  out  in  model  and 
cellular membranes seem to indicate that only few protein monomers are enough to 
form  a  functional  pore  and  that  larger  oligomers  are  not  the  dynamically  active 
predominating form of the protein at the membrane surface (Tejuca et al. 1996, Rojko 
et al. 2014). The significant differences  in actinoporins’ N‐terminal segments  (Alegre‐
Cebollada et al. 2007b, Ros et al. 2015b) could account for differences in activity, size, 
stability  and  maybe  cation  specificity  of  the  resulting  pore.  Again,  much  work  still 
needs  to  be  done  in  order  to  fully  understand  the  complex  mechanism  underlying 
actinoporins’ functionality. 
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(i)  Elucidation  of  the  role  of  the  different  lipidic  membrane  components  in  the 
actinoporins’ mechanism  steps  leading  to  pore  formation,  with  special  emphasis  on 
the influence of cholesterol and different sphingomyelin analogues and/or other highly 
related lipids, such as ceramide or dihydro‐sphingomyelin. 
 
(ii)  Production  of  natural  and  artificial  actinoporin  variants  with  the  purpose  of 
studying their structural and functional features, mapping the key protein regions, and 
evaluating  their  ability  to  interact  with  lipid  model  vesicles  and/or  biological 
membranes of different composition and physicochemical properties. 
 
(iii)  Elucidation  of  the  assembly  mechanism,  structure,  and  stoichiometry  of  a 
functional actinoporin pore, reconstituted in the absolute absence of detergents, using 
nanodiscs platforms and cryo‐electron microscopy. 
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ARTICLE I 
 
The  behavior  of  sea  anemone  actinoporins  at  the  water‐membrane 
interface 
 
García‐Ortega, L., Alegre‐Cebollada, J., García‐Linares, S., Bruix, M., Martínez‐del‐Pozo, 
Á. and Gavilanes, J. G. (2011). Biochim Biophys Acta 1808(9): 2275‐2288. 
 
 
Comportamiento  de  las  actinoporinas  de  anémonas  marinas  en  la 
interfase agua‐membrana 
 
Las actinoporinas constituyen un grupo de toxinas pequeñas y básicas producidas por 
anémonas marinas. Tienen una alta identidad de secuencia y aparecen como familias 
multigénicas. Muestran un comportamiento singular en  la  interfase agua‐membrana: 
en  disolución  acuosa  las  actinoporinas  permanecen  plegadas  y  estables  pero,  al 
interaccionar  con  bicapas  lipídicas,  oligomerizan  formando  estructuras  integrales  de 
membrana.  Estas membranas  deben  contener  esfingomielina,  tener  coexistencia  de 
fases  o  ambas.  Las  estructuras  solubles  de  las  actinoporinas  equinatoxina  II  (EqtII)  y 
esticolisina II (StnII) se conocen con detalle. La estructura cristalina de un nonámero de 
fragaceatoxina  C  (FraC)  también  ha  sido  determinada.  Las  tres  proteínas  se  pliegan 
como  un  sándwich   flanqueado  por  dos  hélices ,  unas  de  ellas  en  el  extremo N‐
terminal. Cuatro regiones parecen ser especialmente importantes en la estructura: un 
racimo  de  residuos  aromáticos,  un  sitio  de  unión  a  fosfocolina,  un  grupo  de 
aminoácidos básicos y la hélice  N‐terminal. La unión de los monómeros solubles a la 
membrana  ocurre  a  través  del  racimo  de  residuos  aromáticos,  el  sitio  de  unión  a 
fosfocolina y el grupo de aminoácidos básicos. A continuación,  la hélice  N‐terminal 
se separa del sándwich  y se extiende paralela sobre la membrana. Simultáneamente 
tiene lugar la oligomerización de la proteína. Por último, la hélice N‐terminal penetra 
en  la  membrana  para  construir  un  poro  toroidal.  Este  modelo  ha  sido  cuestionado 
recientemente  tras  la  reconstrucción  por  microscopía  electrónica  de  FraC  unida  a 
vesículas de fosfolípidos. El motivo estructural de las actinoporinas aparece a lo largo 
de todos los reinos eucariotas en proteínas no relacionadas funcionalmente con ellas. 
Muchas de estas proteínas no se unen a membranas  lipídicas ni  inducen  lisis celular. 
Finalmente,  existen  muchos  estudios  centrados  en  el  potencial  terapéutico  de  las 
actinoporinas.
RESULTS 
42 
 
 
 
Z^h>d^
ϰϯ




Z^h>d^
ϰϰ



RESULTS 
45 
 
 
 
RESULTS 
46 
 
 
 
 
RESULTS 
47 
 
 
 
Z^h>d^
ϰϴ




RESULTS 
49 
 
 
 
 
 
Z^h>d^
ϱϬ




RESULTS 
51 
 
 
 
 
 
Z^h>d^
ϱϮ




Z^h>d^
ϱϯ




Z^h>d^
ϱϰ




Z^h>d^
ϱϱ


  
 
  
 
 
 
 
 
SECTION  B 
 
INTERACTION OF ACTINOPORINS WITH LIPID 
MEMBRANES: THE ROLE OF MEMBRANE 
COMPOSITION AND BIOPHYSICAL PROPERTIES 
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ARTICLE II 
 
Cholesterol stimulates and ceramide  inhibits sticholysin  II‐induced pore 
formation in complex bilayer membranes 
 
Alm,  I.*, García‐Linares,  S.*,  Gavilanes,  J.  G., Martínez‐del‐Pozo,  Á.  and  Slotte,  J.  P. 
(2015). Biochim Biophys Acta 1848(4): 925‐931. *equal contribution 
 
 
El  colesterol  estimula  y  la  ceramida  inhibe  la  formación  de  poros 
inducida por esticolisina II en membranas complejas 
 
Se  ha  examinado  la  capacidad  de  formar  poros  de  esticolisina  II  (StnII,  obtenida  de 
Stichodactyla helianthus) en membranas que contienen 1‐palmitoil‐2‐oleoil‐sn‐glicero‐
3‐fosfocolina (POPC), palmitoil esfingomielina (PSM) y colesterol o palmitoil ceramida 
(PCer). El objetivo del estudio es determinar cómo afecta la presencia de dominios de 
PSM con diferente grado de orden a la oligomerización y formación de poros por parte 
de  StnII.  Se  sabe  que  el  colesterol  incrementa  la  formación  de  poros  de  StnII  y  los 
resultados lo han confirmado y han aportado datos cinéticos del proceso. El efecto del 
colesterol  en  la  cinética  de  permeabilización  de  las  bicapas  depende  de  la 
concentración.  En  el  rango  de  concentraciones  utilizado  (2.5‐10  nmol  en  POPC:PSM 
80:20), el colesterol también incrementa el orden de los dominios fluidos de PSM y por 
tanto disminuye  la  fluidez de  la membrana,  sugiriendo que  la  fluidez per  se  no es  la 
responsable del efecto del colesterol. La adición de PCer (2.5‐10 nmol) a las bicapas de 
POPC:PSM  (80:20)  disminuye  la  formación  de  poros  por  parte  de  StnII,  de  nuevo 
dependiendo de la concentración de PCer utilizada. Esta adición también conduce a la 
formación  de  una  fase  gel  enriquecida  en  PCer.  La  adición  de  colesterol  a  las 
membranas  con  PCer  puede  reducir  en  parte  el  efecto  inhibidor  de  la  PCer  en  la 
formación  de  poros.  Se  concluye  que  el  estado  físico  de  la  PSM  (modificado  por 
colesterol  o  PCer)  afecta  a  la  unión  de  StnII  y  a  la  formación  de  poros  en  las 
condiciones ensayadas. 
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ARTICLE III 
 
2NH  and  3OH  are  crucial  structural  requirements  in  sphingomyelin  for 
sticholysin II binding and pore formation in bilayer membranes 
 
Maula, T., Isaksson, Y. J., García‐Linares, S., Niinivehmas, S., Pentikainen, O. T., Kurita, 
M., Yamaguchi, S., Yamamoto, T., Katsumura, S., Gavilanes, J. G., Martínez‐del‐Pozo, Á. 
and Slotte, J. P. (2013). Biochim Biophys Acta 1828(5): 1390‐1395. 
 
 
Los  grupos  2NH  y  3OH  son  elementos  cruciales  en  la  estructura  de  la 
esfingomielina  para  la  unión  de  la  esticolisina  II  a  la  membrana  y  la 
formación del poro 
 
Esticolisina  II  (StnII)  es  una  toxina  formadora  de  poros  de  la  anémona  marina 
Stichodactyla helianthus que pertenece a la familia de las actinoporinas. La proteína se 
une a membranas que contengan esfingomielina (SM) y muestra una alta especificidad 
de  unión  por  este  lípido.  En  este  trabajo  se  ha  examinado  el  papel  de  los  grupos 
formadores  de  enlaces  de  hidrógeno  2NH  y  3OH  de  la  esfingomielina  en  el 
reconocimiento por parte de  la StnII. Para ello se han preparado dos derivados de  la 
esfingomielina en  los que se han metilado  los grupos 2NH y 3OH, de manera que su 
capacidad  para  formar  enlaces  de  hidrógeno  está  reducida.  Tanto  las  medidas  por 
resonancia  de plasmones  superficiales  como de  calorimetría  de  titulación  isotérmica 
indican que la StnII no se une a las membranas que contienen los derivados metilados, 
mientras que sí lo hace a las membranas con SM. La StnII tampoco induce liberación de 
calceína  (es  decir,  formación de  poros)  de  las  vesículas  con  los  derivados metilados, 
pero  sí  de  las  que  contienen  SM.  El modelado molecular  de  la  SM  unida  al  sitio  de 
unión a fosfocolina de la StnII indica que los grupos 2NH y 3OH probablemente formen 
enlaces de hidrógeno con la Tyr135. Además, parece que las Tyr111 y Tyr136 podrían 
formar enlaces de hidrógeno con el grupo  fosfato de  la esfingomielina, estabilizando 
su  unión  a  la  proteína.  Se  concluye  que  las  propiedades  de  la  esfingomielina  para 
formar enlaces de hidrógeno en  la  interfase proteína‐membrana,  junto  con el  grupo 
fosfocolina, son cruciales para la interacción de alta afinidad entre la esfingomielina y 
la StnII. 
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ARTICLE IV 
 
Toxin‐induced  pore  formation  is  hindered  by  intermolecular  hydrogen 
bonding in sphingomyelin bilayers 
 
García‐Linares,  S.,  Palacios‐Ortega,  J.,  Yasuda,  T.,  Åstrand,  M.,  Gavilanes,  J.  G., 
Martínez‐del‐Pozo,  Á.  and  Slotte,  J.  P.  (2016).  Biochim  Biophys  Acta  1858(6):  1189‐
1195. 
 
 
Los enlaces de hidrógeno  intermoleculares entre  las esfingomielinas de 
las membranas impiden la formación de poros inducida por toxinas 
 
Esticolisinas  I  y  II  (StnI  y  StnII)  son  toxinas  formadoras  de  poros  que  utilizan 
esfingomielina (SM) para unirse a las membranas. Se ha examinado cómo los enlaces 
de  hidrógeno  entre  las  moléculas  de  esfingomielina  de  la  membrana  afectan  al 
proceso  de  formación  de  poros  inducido  por  las  esticolisinas,  que  lleva  a  la 
permeabilización  de  la  bicapa.  Se  ha  comparado  la  permeabilización  inducida  por 
toxinas  en  membranas  que  contienen  esfingomielina  o  dihidro‐esfingomielina  (que 
carece  del  doble  enlace  trans  Δ4  en  la  cadena  larga),  ya  que  se  sabe  que  su  red  de 
enlaces de hidrógeno es muy distinta. Se ha observado que tanto StnI como StnII son 
capaces de formar poros en vesículas unilamelares que contienen palmitoil‐SM (PSM) 
u oleoil‐SM (OSM), pero esto no ocurre si las vesículas se preparan con dihidro‐PSM o 
dihidro‐OSM.  En  bicapas  que  contienen  OSM,  la  StnII  es  capaz  de  unirse  a  la 
membrana, como se ha podido determinar por resonancia de plasmones superficiales. 
Sin embargo, la unión de StnII a bicapas con dihidro‐OSM es muy baja en condiciones 
experimentales  similares.  La  asociación  de  StnII  cargada  positivamente  (a  pH  7)  con 
vesículas  unilamelares  de  OSM  da  lugar  a  un  aumento  de  la  carga  de  las  vesículas 
dependiente de  la concentración de proteína, según  las medidas de potencial . Con 
vesículas  de  dihidro‐OSM  no  se  observa  esta  respuesta.  El  alcohol  bencílico,  un 
pequeño  compuesto  capaz  de  formar  enlaces  de  hidrógeno  con  afinidad  por  la 
superficie de bicapas  lipídicas,  facilita enormemente  la  formación de poros por parte 
de  StnII  en  vesículas de dihidro‐OSM,  sugiriendo que  los  enlaces de hidrógeno en  la 
interfase de la membrana son la causa de que en un principio la StnII no pueda unirse a 
la membrana ni formar poros. Se concluye que los enlaces de hidrógeno en la interfase 
son capaces de afectar a la asociación entre StnI y StnII con la membrana y, por tanto, 
a  su  capacidad  para  formar  poros.  Los  resultados  sugieren  que  otros  tipos  de 
interacciones  entre  proteínas  y  bicapas  se  pueden  ver  afectadas  por  los  enlaces  de 
hidrógeno intermoleculares originados por las esfingomielinas. 
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ARTICLE V 
 
Three‐dimensional structure of the actinoporin sticholysin I. Influence of 
long‐distance effects on protein function 
 
García‐Linares, S., Castrillo, I., Bruix, M., Menéndez, M., Alegre‐Cebollada, J., Martínez‐
del‐Pozo, Á. and Gavilanes, J. G. (2013). Arch Biochem Biophys 532(1): 39‐45. 
 
 
Estructura  tridimensional de  la actinoporina esticolisina  I.  Influencia de 
efectos a larga distancia en la función de la proteína 
 
Las  actinoporinas  son  proteínas  solubles  en  agua  con  la  habilidad  de  formar  poros 
mediante su inserción en membranas biológicas. Constituyen una familia de proteínas 
con un alto grado de identidad de secuencia pero distintas actividades hemolíticas, lo 
que  sugiere  que  mínimos  cambios  conformacionales  se  traducen  en  diferencias 
funcionales importantes. Un buen ejemplo de esta situación es el caso de la anémona 
Stichodactyla  helianthus,  que  produce  dos  actinoporinas muy  similares,  esticolisina  I 
(StnI) y II (StnII), cuya eficiencia hemolítica es muy diferente. Con esta idea, dado que 
ya se conoce la estructura tridimensional de StnII en alta resolución, se ha resuelto la 
correspondiente  a  StnI,  de  manera  que  podamos  analizar  la  influencia  de  residuos 
específicos  en  la  conformación  y  actividad  de  estas  proteínas.  Además,  se  han 
obtenido  cinco mutantes  de  StnI menos  hemolíticos  por mutagénesis  al  azar.  Todas 
estas  mutaciones  se  encuentran  en  regiones  relevantes  para  la  proteína  porque 
posiblemente  están  involucradas  en  cambios  conformacionales  asociados  a  la 
formación del poro, que ocurre después de  la unión de  la proteína a  la membrana y 
suponen  reordenamientos  a  larga  distancia  de  la  cadena  polipeptídica  de  las 
actinoporinas.
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ARTICLE VI 
 
The  effect  of  cholesterol  on  the  long‐range  network  of  interactions 
established  among  sea  anemone  sticholysin  II  residues  at  the  water‐
membrane interface 
 
García‐Linares,  S.,  Alm,  I., Maula,  T.,  Gavilanes,  J.  G.,  Slotte,  J.  P.  and Martínez‐del‐
Pozo, Á. (2015). Mar Drugs 13(4): 1647‐1665. 
 
 
Efecto  del  colesterol  en  las  interacciones  establecidas  a  larga  distancia 
entre los residuos de la interfase proteína‐membrana de la actinoporina 
de anémona marina StnII 
 
Las  actinoporinas  son  proteínas  formadoras  de  poros  de  tipo    con  potencial 
terapéutico, producidas por anémonas marinas. La StnII de Stichodactyla helianthus es 
uno  de  los  miembros  mejor  caracterizados.  Estas  proteínas  permanecen  solubles  y 
plegadas  en  medios  acuosos,  pero  al  interaccionar  con  membranas  lipídicas 
oligomerizan  y  forman  un  poro.  Esto  ocurre  gracias  a  la  presencia  de  SM  en  la 
membrana,  pero  el  Chol  también  facilita  la  formación  del  poro.  La  unión  a  la 
membrana  y  la  formación  del  poro  requieren  que  se  produzcan  reordenamientos  a 
larga  distancia  de  los  residuos  localizados  en  la  interfase  proteína‐membrana.  La 
influencia  del  Chol  en  el  reconocimiento  de  la  membrana,  la  oligomerización  de  la 
proteína y la formación del poro se han estudiado utilizando una batería de mutantes 
de StnII, caracterizados en función de su habilidad para interaccionar con membranas 
modelo en presencia o ausencia de colesterol. Los resultados obtenidos muestran que 
el Chol no sólo colabora con  la SM en el  reconocimiento de  la membrana,  si no que 
reduce  significativamente  los  requerimientos  estructurales  para  que  los 
reordenamientos mencionados  anteriormente  tengan  lugar.  Sin  embargo,  dado  que 
las  vesículas  de  DOPC:SM:Chol  empleadas  tienen  coexistencia  de  fases  y  dominios 
diferenciados,  los  efectos  observados  podrían  deberse  también  a  la  presencia  de 
dichas fases en la membrana. 
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ARTICLE VII 
 
The sea anemone actinoporin (Arg‐Gly‐Asp) conserved motif is involved 
in  maintaining  the  competent  oligomerization  state  of  these  pore‐
forming toxins 
 
García‐Linares,  S.,  Richmond,  R.,  García‐Mayoral,  M.  F.,  Bustamante,  N.,  Bruix,  M., 
Gavilanes, J. G. and Martínez‐del‐Pozo, Á. (2014). FEBS J 281(5): 1465‐1478. 
 
 
El dominio conservado (Arg‐Gly‐Asp) de  las actinoporinas de anémonas 
marinas está implicado en el mantenimiento del estado competente de 
oligomerización de estas toxinas formadoras de poros 
 
Las actinoporinas de anémonas marinas  constituyen un modelo  ideal para  investigar 
mecanismos de formación de poros de membrana. Todas las actinoporinas conocidas 
tienen la misma estructura general compuesta por un sándwich  flanqueado por dos 
hélices  .  El  componente  crucial  para  la  formación  del  poro  parece  ser  la  hélice 
localizada  en  el  extremo N‐terminal.  El  papel  de  otras  regiones  de  la  proteína  en  la 
unión a la membrana también está ampliamente establecido. Sin embargo, no se sabe 
mucho sobre los residuos implicados en la oligomerización necesaria para la formación 
del poro. El análisis detallado de las estructuras tridimensionales de las formas solubles 
de  las  actinoporinas  producidas  por  Stichodactyla  helianthus,  sugiere  qué  residuos 
pueden estar implicados en dicha oligomerización. Una de estas regiones contiene una 
secuencia  conservada  compatible  con  un  motivo  RGD  de  unión  a  integrinas.  Los 
resultados que se presentan en este trabajo corresponden a mutantes que afectan a 
este  motivo  en  una  de  las  actinoporinas  más  estudiadas,  StnII.  Pequeñas 
modificaciones  en  esta  secuencia  de  tres  residuos  tienen  efectos  cruciales  en  la 
solubilidad de la proteína. Un único grupo metilo (RAD) produce un mutante con una 
actividad  hemolítica  altamente  disminuida  y  un  patrón  de  oligomerización  alterado. 
Los  resultados obtenidos  se han discutido en  términos de un papel  clave del motivo 
RGD en el mantenimiento de un estado de oligomerización competente para que  las 
actinoporinas puedan formar el poro. 
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ARTICLE VIII 
 
Role  of  the  tryptophan  residues  in  the  specific  interaction  of  the  sea 
anemone  Stichodactyla  helianthus’s  actinoporin  sticholysin  II  with 
biological membranes 
 
García‐Linares, S., Maula, T., Rivera‐de‐Torre, E., Gavilanes, J. G., Slotte, J. P., Martínez‐
del‐Pozo, Á. (2016). In press in Biochemistry (DOI: 10.1021/acs.biochem.6b00935). 
 
 
Papel  de  los  residuos  de  triptófano  en  la  interacción  específica  de  la 
actinoporina  StnII  de  la  anémona marina  Stichodactyla  helianthus  con 
membranas biológicas 
 
Las  actinoporinas  son  un  grupo  de  toxinas  formadoras  de  poros  secretadas  por 
anémonas  marinas  que,  ante  la  interacción  con  una  bicapa  lipídica  que  contenga 
esfingomielina, se convierten en proteínas integrales de membrana que oligomerizan y 
forman  un  poro.  En  su  estructura  hay  un  conjunto  de  aminoácidos  aromáticos 
conservados  que  están  involucrados  en  dicha  interacción.  StnII  de  Stichodactyla 
helianthus, una de  las actinoporinas mejor  caracterizadas,  contiene cinco  triptófanos 
conservados  localizados  en  posiciones  estratégicas,  incluido  el mencionado  conjunto 
de aminoácidos aromáticos. Este trabajo se centra en el estudio sistemático de varios 
mutantes  de  StnII  en  los  que  se  han  sustituido  los  residuos  de  triptófano  por 
fenilalaninas y en su potencial intervención en la unión a la membrana y la formación 
del poro. Los resultados muestran que Trp43 y Trp115 juegan un papel importante en 
el mantenimiento de  la alta termoestabilidad de  la proteína. También confirman que 
Trp146  participa  en  interacciones  específicas  que  favorecen  la  interacción  entre 
protómeros.  En  relación  a  su  comportamiento  frente  a  membranas  que  contienen 
esfingomielina, en presencia de colesterol, el efecto hidrofóbico que aportan Trp110 y 
Trp114  es  una  de  las  principales  fuerzas  que  dirigen  la  unión  a  la  membrana.  Sin 
embargo,  en  ausencia  de  colesterol,  la  unión  y  la  formación del  poro  requieren una 
participación adicional de estos residuos, que deben interaccionar específicamente con 
la  esfingomielina.  Estas  conclusiones  fueron  confirmadas  utilizando  dos  análogos  de 
esfingomielina,  uno  de  los  cuales  tiene  una  capacidad  muy  limitada  para  formar 
enlaces  de  hidrógeno.  En  conjunto,  los  resultados  obtenidos  son  compatibles  con  la 
idea de que los residuos de triptófano de las actinoporinas juegan un papel importante 
en  el  reconocimiento  y  unión  a  la  membrana,  pero  tienen  poca  influencia  en  los 
procesos de difusión y oligomerización necesarios para ensamblar un poro funcional. 
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Efecto de la composición de la membrana en la formación de poros por 
parte de cuatro actinoporinas diferentes de anémonas marinas 
 
Las actinoporinas de anémonas marinas constituyen una familia multigénica de toxinas 
formadoras de poros. Equinatoxina II (EqtII), fragaceatoxina C (FraC), y esticolisinas I y 
II (StnI y StnII), producidas por tres especies distintas de anémonas, son las únicas que 
se han estudiado con detalle a nivel molecular. Las cuatro proteínas muestran una alta 
identidad  de  secuencia  y  su  estructura  tridimensional  es  prácticamente  idéntica.  Sin 
embargo,  su  capacidad  para  formar  poros  es muy  distinta  dependiendo  del  sistema 
lipídico que  se  utilice,  un  fenómeno que no  se  había  estudiado  en profundidad.  Por 
tanto, el objetivo de este trabajo es evaluar, en condiciones idénticas, la influencia de 
distintas  composiciones  de  membrana  en  la  formación  de  poros  por  parte  de  las 
cuatro  actinoporinas.  Utilizando  un  sistema  lipídico modelo  complejo,  como  son  los 
eritrocitos de carnero, StnII muestra una actividad hemolítica mucho más elevada que 
las  otras  tres  proteínas  estudiadas.  Por  otro  lado,  cuando  se  emplean  vesículas 
unilamelares de DOPC:SM (4:1) la capacidad hemolítica decrece según el orden StnI > 
StnII  >  EqtII  >  FraC,  siendo  la  unión  a  la  membrana  el  paso  limitante.  Según  lo 
esperado,  cuando  se  utilizan  vesículas  unilamelares  de  DOPC:SM:Chol  (1:1:1),  la 
presencia del colesterol no sólo aumenta dos órdenes de magnitud  las afinidades de 
unión a la membrana, sino que también revela que StnII produce liberación de calceína 
mucho más rápidamente que las otras tres actinoporinas. Este hecho concuerda con la 
hipótesis de que la diferencia de comportamiento de las actinoporinas radica en la alta 
variabilidad  de  secuencia  en  los  30  primeros  residuos  del  extremo  N‐terminal. 
Finalmente, la influencia de los enlaces de hidrógeno que establecen la esfingomielina 
o  la  dihidro‐esfingomielina  en  la  interfase  de  la  membrana  afecta  a  todas  las 
actinoporinas estudiadas.  Se ha planteado que este  comportamiento  tan misceláneo 
puede ser consecuencia de las distintas afinidades o especificidades por la membrana, 
que podrían a  su vez estar moduladas por  la naturaleza de  las membranas o  incluso 
por la presencia de isotoxinas producidas por la misma especie de anémona que aún 
no han sido caracterizadas. 
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Abstract 
 
  Sea  anemone  actinoporins  constitute  a  family  of  multigene  pore‐forming 
toxins. Equinatoxin  II  (EqtII),  fragaceatoxin C  (FraC), and sticholysins  I and  I  (StnI and 
StnII), produced by three different sea anemone species, are the only ones which have 
been studied in deep molecular detail. The four proteins show high sequence identities 
and practically  coincident  three‐dimensional  structures. However,  their pore‐forming 
activity  can  be  quite  different  depending  on  the  model  lipid  system  employed,  a 
feature which has not been systematically  studied before. Therefore,  the aim of  this 
work  was  to  evaluate  under  identical  conditions  the  influence  of  several  distinct 
membrane  compositions  on  their  particular  pore‐forming behavior. Using  a  complex 
model  lipid system, such as sheep erythrocytes, StnII showed much higher hemolytic 
activity  than  the  other  three  actinoporins  studied.  On  the  other  hand,  this  pore‐
forming  ability  decreased  in  the  following  order  of  StnI  >  StnII  >  EqtII  >  FraC when 
assayed  against  DOPC:SM  (4:1)  vesicles,  being  membrane  binding  the  rate  limiting 
step. As expected, when using DOPC:SM:Chol  (1:1:1)  LUVs,  the presence of Chol not 
only enhanced membrane binding affinities by about two orders of magnitude but also 
revealed  how  StnII  was  much  more  faster  than  the  other  three  actinoporins  in 
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producing  calcein  release.  This  ability  agrees  with  the  proposal  that  explains  this 
behavior  in  terms  of  their  high  sequence  variability  along  their  first  30  N‐terminal 
residues.  Finally,  the  influence  of  interfacial  hydrogen  bonding  in  SM or  dihydro‐SM 
containing bilayers was shown to be also a generalized feature of the four actinoporins 
studied. It was finally hypothesized that this observed miscellaneous behavior could be 
explained  as  a  consequence  of  their  distinct  specificities  and/or  membrane  binding 
affinities, which might eventually be modulated by  the nature of  their natural  target 
membranes  or  even  the  presence  of  not  yet  characterized  isotoxin  forms  from  the 
same sea anemone species. 
 
Introduction 
 
  Pore forming toxins (PFT) constitute a fascinating family of proteins because of 
their  dual  behavior  at  the  water‐membrane  interface.  In  water  they  are  mostly 
monomeric  and  remain  stably  folded  as  soluble  globular  proteins.  However,  upon 
interaction  with  lipid  membranes  of  specific  composition  they  become  oligomeric 
integral membrane  structures  resulting  in  lytic  pores  that  are  lethal  for  their  target 
cells.  Given  its  small  size  and  its  rather  simple  three‐dimensional  structure,  sea 
anemone  actinoporins  1‐6  represent  a  particularly  optimal  PFT  system  to  study  this 
transition  from  a  soluble  monomeric  folded  conformation  to  an  oligomeric 
transmembrane protein. 
 
  Actinoporins incorporation into a membrane largely depends on its lipid bilayer 
composition  and  physicochemical  state  6‐13.  Both  factors  influence  the  molecular 
mechanism involved in the transition from the water media to the inserted state of the 
protein  14,  15.  It  has  been  overtly  demonstrated  that  high  affinity  recognition  of 
sphingomyelin  (SM)  is  crucial  for  the  specific  attachment  of  actinoporins  to  the 
membrane.  However,  the  subsequent  effects  observed  also  depend  on  the  physical 
properties derived from its particular composition and not only from its SM content 16‐
19. Although still subject of study, the presence of cholesterol, coexistence of different 
phases  or  domains  in  the  membrane,  compactness  and  fluidity,  and  the  hydrogen 
bonding network established among the different lipids present, seem to be important 
factors, if not necessarily for binding, at least for the final formation of the pore 4, 10, 12, 
13, 16‐18, 20‐22. 
 
  Four  different  actinoporins,  produced  by  three  distinct  sea  anemone  species, 
have been characterized in detail, including the resolution of their monomeric soluble 
three‐dimensional structures. They are equinatoxin II (EqtII) from Actinia equina 23, 24, 
fragaceatoxin C  (FraC)  from Actinia  fragacea  25,  26,  and  sticholysins  I  and  II  (StnI  and 
StnII)  from  Stichodactyla  helianthus  27,  28.  The  four  of  them  show  almost  identical 
conformation  in  good  agreement  with  their  high  sequence  identities  (Fig.  1).  A 
structure  that  can  be  described  as  a  hydrophobic  and  compact  ‐sandwich  core 
flanked on opposite sides by two ‐helices (Fig. 2). 
  
 
  EqtII      SADVAGAVIDGASLSFDILKTVLEALGNVKRKIAVGVDNESGKTWTALNT 
  FraC       SADVAGAVIDGAGLGFDVLKTVLEALGNVKRKIAVGIDNESGKTWTAMNT 
  StnI       -SELAGTIIDGASLTFEVLDKVLGELGKVSRKIAVGIDNESGGTWTALNA 
  StnII      --ALAGTIIAGASLTFQVLDKVLEELGKVSRKIAVGIDNESGGTWTALNA 
                    ---     **********      ****:****    ****** 
 
  EqtII      YFRSGTSDIVLPHKVPHGKALLYNGQKDRGPVATGAVGVLAYLMSDGNTL 
  FraC       YFRSGTSDIVLPHKVAHGKALLYNGQKNRGPVATGVVGVIAYSMSDGNTL 
  StnI       YFRSGTTDVILPEVVPNTKALLYSGRKSSGPVATGAVAAFAYYMSNGNTL 
  StnII      YFRSGTTDVILPEFVPNTKALLYSGRKDTGPVATGAVAAFAYYMSSGNTL 
             ****              *****.*:         .*..:** *   *** 
 
  EqtII      AVLFSVPYDYNWYSNWWNVRIYKGKRRADQRMYEELYYNLSPFRGDNGWH 
  FraC       AVLFSVPYDYNWYSNWWNVRVYKGQKRADQRMYEELYYHRSPFRGDNGWH 
  StnI       GVMFSVPFDYNWYSNWWDVKIYPGKRRADQGMYEDMYYGN-PYRGDNGWY 
  StnII      GVMFSVPFDYNWYSNWWDVKIYSGKRRADQGMYEDLYYGN-PYRGDNGWH 
             .*:***         **:*::* *::*  * ***::*           *: 
 
  EqtII      TRNLGYGLKSRGFMNSSGHAILEIHVSKA 
  FraC       SRGLGYGLKSRGFMNSSGHAILEIHVTKA 
  StnI       QKNLGYGLRMKGIMTSAGEAKMQIKISR- 
  StnII      EKNLGYGLRMKGIMTSAGEAKMQIKISR- 
             *:.**  *: :*:*      *::*:::   
Figure  1.  Sequence  alignment  of  the  four  actinoporins  studied.  Black  background  represents  the  conserved  residues,  gray  is  for 
conservative changes and white for amino acid changes. Red rectangles correspond to the two α‐helical segments while the green ones 
represent the β‐strands. Sequences in between these elements appear as loops of non‐regular structure. The degree of sequence identity 
among all four proteins studied, expressed as a percentage, is also shown at the bottom right side of the figure. 
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  In spite of these almost  identical structures, these four actinoporins can show 
quite  different  hemolytic  activities.  It  has  even  been  proposed  that  the  SM 
dependence  might  vary  among  the  different  actinoporins  studied  10,  15,  29,  30.  For 
example, it has been shown how cholesterol (Chol) can have profound influence on the 
behavior  of  some of  these  actinoporins  10,  12,  16‐18,  31‐33.  Strikingly,  the  functional  and 
biophysical  properties  of  these  proteins  have  never  been  studied  in  detail  under 
identical  experimental  conditions.  Only  recently  their  differences  in  activity  were 
related to changes in the hydrophobicity of their NH2‐terminal ends 34. This study was 
however  mainly  made  using  peptides  mimicking  the  stretch  containing  only 
approximately the first 30 amino acids of each protein. The whole native actinoporins 
were only compared at the level of their hemolytic and permeabilizing PC:SM (50:50) 
vesicles  activities  34.  In  the  present  work  we  have  measured  and  compared  under 
identical  conditions  the  spectroscopic  features  and  pore‐forming  behavior  in  quite 
different  lipidic  environments  of  these  four  actinoporins  which  three‐dimensional 
structure  is  known  at  atomic  resolution.  The major  conclusion  extracted  from  these 
results  is  that  they  show  a  differential  sensitivity  towards  the  distinct  composition 
and/or biophysical state of their target membrane. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Materials and methods 
 
  Materials. POPC, DOPC, Chol, porcine brain SM, and OSM were obtained from 
Avanti Polar  Lipids  (Alabaster, AL, USA). PSM was purified  from egg SM as described 
previously 35. Dihydro‐PSM was prepared from PSM by hydrogenation using H2‐gas and 
palladium  (10%)  on  charcoal  (Sigma‐Aldrich,  St.  Louis,  MO,  USA)  as  a  catalyst,  as 
described previously 36. Dihydro‐OSM was prepared from oleic acid anhydride (Sigma‐
Aldrich)  and  sphinganin–phosphorylcholine,  as  described  previously  37.  Calcein  was 
also  obtained  from  Sigma‐Aldrich.  The  preparation  of  the  cDNA  coding  for  the 
actinoporins,  as  well  as  the  production  and  purification  of  the  proteins,  has  been 
described before for EqtII 38, FraC 39, StnI, and StnII 40. 
 
 
Figure 2. Diagrams representing the three‐dimensional structures of the four actinoporins studied. EqtII 
(PDB  1IAZ),  FraC  (PDB  4WDC),  StnI  (PDB  2KS4),  and  StnII  (PDB  1GWY),  Diagrams  were  made  using 
MOLMOL program 60. 
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  Homogeneity and  spectroscopic  characterization. Homogeneity of  all  protein 
samples  used  was  confirmed  by  0.1%  (w/v)  SDS/15%  (w/v)  PAGE  performed  with 
standard conditions 41. After acid hydrolysis of  the proteins  (5.7 M HCl, 24 h, 110°C), 
amino acid analyses were performed on a Biochrom 20 automatic analyzer (Pharmacia, 
Pfizer,  New  York,  NY).  The  results  were  used  to  estimate  extinction  coefficients  for 
each actinoporin (Table 1) which were then used to calculate protein concentrations. 
All  protein  batches  used were  also  characterized  in  terms of  recording  their  far  and 
near‐UV  circular  dichroism  (CD)  spectra  on  a  Jasco  715  spectropolarimeter  (Easton, 
MD)  and  their  fluorescence  emission  spectra  on  a  SLM  Aminco  8000 
spectrofluorimeter (Urbana, IL), also as described before 42, 43. 
 
  Hemolysis assays. Hemolysis assays were performed  in 96‐multiwell plates as 
previously  described  15,  40.  Briefly,  erythrocytes  from  heparinized  sheep  blood  were 
washed in 10 mM Tris buffer, pH 7.4, containing 0.145 M NaCl, to a final OD655 of 0.5 
when  mixing  equal  volumes  of  the  cell  suspension  and  buffer.  The  hemolysis  was 
followed  as  a  decrease  in  OD655  after  addition  of  the  erythrocyte  suspension  to 
different final concentrations of protein. An Expert 96 microplate reader (Asys Hitech, 
GmbH, Eugendorf, Austria) was employed to measure OD655. The value obtained with 
0.1% (w/v) Na2CO3 was considered as 100% hemolysis. 
 
  Isothermal  Titration  Calorimetry.  The  interaction  between  actinoporins  and 
LUVs prepared  from DOPC and SM  (4:1 molar  ratio, 100 nm diameter) or DOPC, SM 
and Chol (1:1:1 molar ratio, 100 nm diameter) was measured using isothermal titration 
calorimetry  (ITC)  as  described  before  15,  42,  44,  using  a  VP‐ITC  calorimeter  (Malvern 
MicroCal, Worcestershire, UK). Briefly, protein solutions at 1.5‐10.0 μM concentration 
were  titrated  by  injection  of  20  μL  aliquots  of  lipid  suspensions  (phospholipid 
concentration:  1.0‐5.0 mM).  The  buffer  employed was  10mM  Tris,  100 mM NaCl,  1 
mM EDTA, pH 7.5. Binding isotherms were adjusted to a model were the protein binds 
to the membrane involving “n” lipid molecules 15. 
 
  Surface  Plasmon  Resonance.  The  association  of  actinoporins  with  vesicle‐
coated  gold  chips  was  studied  as  described  before  16,  44.  LUVs  were  prepared  from 
DOPC:SM (4:1 molar ratio) or DOPC:SM:Chol (1:1:1 molar ratio) in Tris buffer (10 mM 
Tris, 140 mM NaCl, pH 7.4) by extrusion through 100 nm polycarbonate filters at 60 °. 
Actinoporins binding to the vesicles was studied at 23 °C with a BioNavis SPR Navi 200 
instrument  (BioNavis Ltd, Tampere, Finland). The sensor gold chip was coated with a 
carboxymethylated dextran layer which was treated with N‐hydroxysuccinimide and N‐
ethyl‐N′  (dimethylaminopropyl)  carbodiimide  to  activate  the  surface  for  capturing 
phospholipid membranes  45. All  solutions used  for  SPR were  filtered  through 0.2 μm 
membrane filters and degassed by bath sonication before use. The running buffer was 
10  mM  Tris,  140  mM  NaCl,  pH  7.4  and  the  flow  rate  was  5  μl/min.  First,  the  chip 
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surface was  cleaned with  two  injections  of  10 mM CHAPS.  Then extruded  LUVs  (0.5 
mM lipid concentration) were applied on the surface (12 min injection) and unbound 
vesicles  were  removed  by  one  (3  min)  injection  of  50  mM  NaOH.  Bovine  serum 
albumin  (0.1 mg/ml,  3 min  injection)  was  used  to  verify  that  the  chip  did  not  have 
uncovered areas. Finally actinoporins (1.0 μM) was applied for 22–24 min after which 
buffer  alone  was  injected  for  10  min  to  study  toxin  dissociation.  The  chip  was 
regenerated with CHAPS as in the beginning of the experiment. 
 
  Calcein leakage assay. Calcein‐entrapped large unilamellar vesicles (LUVs) were 
prepared from DOPC and SM (4:1 molar ratio), DOPC, SM and Chol (1:1:1 molar ratio), 
POPC  and  OSM  (4:1  molar  ratio),  POPC  and  PSM  (4:1  molar  ratio),  POPC  and 
dihydroOSM (4:1 molar ratio), or POPC and dihydroPSM (4:1 molar ratio) by extrusion 
through  200  nm  filters  at  60  °C  13.  Briefly,  the  desired  lipids  were mixed  and  dried 
under a stream of nitrogen. LUVs were separated from non‐entrapped calcein by gel 
filtration  on  Sephacryl  S200HR.  The  LUVs  were  used  for  permeabilization  studies 
within 24 h following standardized protocols 16, 31. Emission at 550 nm was followed at 
23 °C as a function of time (Ex 480 nm). Fluorescence emission was measured on a PTI 
Quanta‐Master  spectrofluorimeter  (Photon  Technology  International,  Inc.  NJ,  USA). 
The  released  fraction  of  calcein  was  determined  based  on  the  maximum  calcein 
release which was induced by LUV disintegration in 10% (v/v) Triton X‐100. To ensure 
that no  spontaneous  leakage occurred,  the emission was measured  for  each  sample 
for  300  seconds  before  addition  of  toxin.  A  steady  signal  level,  indicating  intact 
vesicles, was observed for all samples. 
 
Results 
 
Structural and spectroscopic characterization 
 
  Far‐UV  CD  characterization  yielded  very  similar  spectra  for  the  four  different 
actinoporins studied (Fig. 3). Given the high β‐sheet structure content of actinoporins 
(Fig. 2), the small changes observed should not be attributed to significantly different 
conformations  but  rather  would  be  the  consequence  of  differences  in  terms  of 
aromatic amino acid content and microenvironment (Table 1)46, 47. This interpretation 
was confirmed by the near‐UV CD (Fig. 3) and fluorescence emission (Fig. 4) spectra, 
even though close inspection of the three‐dimensional structures of the four proteins 
studied  did  not  reveal  obvious  differences  to  explain  the  observed  spectroscopic 
changes.  The  observed  minor  differences  between  StnI  and  StnII  can  however  be 
explained just by the higher Tyr content of StnI (Table 1)40. 
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Figure 3. Circular dichroism characterization. Far‐ (left panel) and near‐UV (right panel) circular dichroism 
spectra of the four actinoporins studied. 
 
 
Figure 4. Fluorescence emission spectra of  the  four actinoporins studied. All  spectra were recorded at 
identical  protein  concentrations.  Experimental  spectra  resulted  from  excitation  at  275  (solid  lines)  and 
295  (short  dashed  lines)  nm.  These  spectra  obtained  upon  excitation  at  295  nm  were  normalized  at 
wavelengths above 380 nm to obtain the Trp contributions (long dashed lines). Tyr contributions (dashed‐
point lines) were calculated by subtracting spectra representing the Trp contribution from those obtained 
upon  excitation  at  275  nm.  Fluorescence  emission  units  are  arbitrary,  expressed  as  percentages  and 
referred to the maximum value of StnII when exciting at 275 nm. 
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  This  spectroscopic  characterization  allowed  classifying  the  four  actinoporins 
studied  into  two  different  pairs  which  would  also  match  the  degree  of  sequence 
identity found among them (Fig. 1). One pair would be StnI and StnII, showing almost 
identical  CD  (Fig.  2)  and  fluorescence  emission  (Fig.  3)  spectra,  displaying  lower 
quantum  yield  values  of  the  Trp  emission  (Fig.  4),  and  showing  a  high  degree  of 
sequence  identity  (Fig. 1). The other  two actinoporins  studied, EqtII and FraC, would 
constitute  the  second  pair,  showing  also  high  sequence  identity  between  them  and 
almost  identical  near‐UV  CD  (Fig.  3)  and  fluorescence  emission  (Fig.  4)  spectra,  but 
quite different in those three terms to those found for StnI and StnII. 
 
Table 1.‐ Calculated extinction coefficients (E0.1%) of the four different actinoporins used in the study, 
content of Trp and Tyr residues, and HC50, relative hemolytic activity (RHA) and theoretical pI values. 
 
Actinoporin 
E (0.1%, 
1 cm, 
280 nm) 
Number 
of Tyr 
Number 
of Trp 
HC50 
(nM)  RHA
a  Theoretical pI value 
Equinatoxin II  2.37  11  5 4.7 0.085 9.47 
Fragaceatoxin C  2.16  11  5 4.5 0.089 9.57 
Sticholysin I  2.55  13  5 3.0 0.133 8.96 
Sticholysin II  2.54  12  5 0.4 1.000 8.99 
aHC50(StnII)/HC50(other actinoporin)15 
 
 
Hemolytic activity 
 
  The  standard  methods  usually  used  to  measure  the  hemolytic  activity  of 
actinoporins  rely  on  recording  the  percentage  of  hemolysis  observed  after  a  fixed 
amount of time, being considered as 100% the hemolysis value obtained upon addition 
of Na2CO3 to a 0.1% (w/v) final concentration. This methodological approach artificially 
reduces  the  observed  differences  when  actinoporin  concentrations  are  high  and, 
consequently, hemolysis takes place at high rate. Given that one of the purposes of the 
present  work  was  to  standardize  the  comparison  among  different  actinoporins,  in 
addition to the hemolysis percentage recorded after 10 min, the time needed to reach 
50% of the final hemolysis value (t1/2) was also registered. This second measurement 
represents  a much more  valuable  parameter  because  it  contains  information  about 
both kinetic and hemolytic proficiency. Both methods yielded very similar results (Fig. 
5). StnII appeared as more hemolytic against sheep erythrocytes than the other three 
actinoporins  studied  (between  7‐12  fold  higher;  Table  1)  which,  on  the  other  hand, 
showed quantitatively similar hemolytic activities, at least in terms of their HC50 values 
or relative hemolytic activities (RHA) (Table 1). 
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Binding to different lipid model vesicles 
 
  Erythrocytes  are  rather  complex  systems  which  do  not  easily  allow  drawing 
conclusions about the nature of the lipid molecules involved in membrane binding and 
pore‐formation.  Therefore,  the  functional  comparison  was  continued  using  LUVs  of 
two  different  lipidic  compositions:  DOPC:SM  (4:1)  and  DOPC:SM:Chol  (1:1:1).  Both 
types  of  vesicles  can  be  considered  as  standard  systems  for  actinoporins  since  they 
have been widely employed with the aim of studying actinoporin functional properties 
13, 15, 16, 30, 31, 43, 44. 
 
  The actinoporins’ pore‐formation mechanism has been thoroughly studied but 
still  some  of  its  details  need  a  better  molecular  definition  6,  26,  48‐51.  In  a  simplified 
version of  this mechanism,  two major different  steps can be distinguished: First,  the 
protein  molecules  bind  to  the  membrane  and,  second,  assemble  into  a  functional 
oligomeric pore. Within the context of this simplified picture,  it can be assumed that 
SPR or ITC assays are highly influenced by the affinity of the proteins to the membrane 
15, although they definitively measure the influence of the latter steps leading to pore‐
formation too. 
 
 
Figure  5.  Hemolysis.  Hemolytic 
activity  of  the  four  actinoporins 
studied,  expressed  as  percentage  of 
the  hemolysis  produced  after  10 
minutes  (upper panel)  or  as  the  time 
needed (t1/2, in seconds) to reach 50% 
of  complete  hemolysis  (lower  panel), 
versus  the  logarithm  of  protein 
concentration.  The  100%  value  was 
calculated after addition of Na2CO3 to 
a 0.1% (w/v) final concentration. 
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  SPR measurements revealed how StnI and StnII showed higher affinity for the 
DOPC:SM  (4:1)  vesicles  than  the other  two actinoporins  studied. This difference was 
however significantly reduced in the presence of Chol (Fig. 6, right panel), confirming 
the  key  role  of  this  lipid  for  actinoporins  functional  activity.  This  experiment  was 
performed  at  a  single  protein/lipid  ratio  value  for  the  four  actinoporins  studied  and 
should be considered just a semiquantitative result. Therefore, a quantitative analysis 
was performed using  ITC  (Fig. 7). All  four actinoporins assayed showed the expected 
enthalpy  driven  process  (Table  2)  observed  before  for  StnII  16,  31  and  FraC  26,  32, 
suggesting the existence of a general mechanism of membrane interaction and pore‐
formation. However, consistently with the SPR results, in the absence of Chol, StnI and 
II showed very similar behaviors but bound to the vesicles with affinities 6 to 33 fold 
greater than FraC or EqtII, respectively, at least in terms of relative membrane binding 
(RMB) values (Table 2). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  On  the  other  hand,  and  also  as  expected  from  the  SPR  experiments,  Chol 
increased membrane affinity of all the toxins by about two orders of magnitude (Table 
2), still remaining as an enthalpy driven mechanism. RMB values were now similar with 
differences  in  the  order  of  no  more  than  4‐fold  lower  of  higher  values  (Table  2), 
confirming that Chol exerts a very similar influence on the membrane binding ability of 
the four actinoporins studied in accordance with the existence of a general mechanism 
for membrane binding and pore‐formation. 
 
  In  all  cases  studied,  the  higher  differences were  observed with  regard  to  the 
number of n  lipid molecules affected by binding of the different actinoporins studied 
(Table 2). Maybe this reflects different stoichiometries of a miscellaneous assembly of 
the  oligomeric  species  appearing  at  the  membrane,  in  good  agreement  with  the 
proposal that this arrangement might not be uniformly distributed 48. 
 
 
Figure  6.  Surface  Plasmon  Resonance.  Interaction  of  the  actinoporins  studied  with  supported 
bilayers of DOPC:SM (4:1) or DOPC:SM:Chol (1:1:1) as analyzed by SPR. Proteins were added at times 
indicated by arrows and the binding and formation of pores was determined as a function of time. 
The chip temperature was maintained at 23oC. Each value is average ± SEM from n=2. 
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Table  2.  Analysis  of  the  interaction  between  the  four  actinoporins  studied  and  DOPC:PSM  (4:1)  or 
DOPC:SM:Chol  (1:1:1)  LUVs,  as  measured  by  ITC.  Results  shown  are  the  average  of  at  least  two 
independent experiments. 
DOPC:SM (4:1)
Actinoporin  n  Kb x 10
‐6 (M‐
1) 
ΔG 
(kcal/mol)  ΔH (kcal/mol) 
ΔS 
(cal/mol K)  RMB
a 
EqtII  48 ± 5 0.29 ± 0.33 ‐5.3 ± 0.3 ‐12.2 ± 1.2 ‐23.0 ± 4.2  0.03
FraC  51  3  1.61  0.45  ‐6.2  0.1  ‐37.3  1.0  ‐104.2  2.8  0.15 
StnI  35  9  6.89  0.49  ‐7.4  0.2  ‐26.2  3.1  ‐63.4  11.1  0.92 
StnII  31  5  6.62  2.31  ‐7.4  0.3  ‐33.6  2.4  ‐88.0  6.9  1.00 
DOPC:SM:Chol (1:1:1)
Actinoporin  n  Kb x 10
‐8 (M‐
1) 
ΔG 
(kcal/mol)  ΔH (kcal/mol) 
ΔS 
(cal/mol K)  RMB
a 
EqtII  32  2  1.66  1.15  ‐9.2  0.5  ‐26.7  0.7  ‐58.7  4.0  1.19 
FraC  26  8  3.32  1.12  ‐9.8  0.1  ‐26.2  4.3  ‐54.8  14.5  2.93 
StnI  47 ± 4 0.49 ± 0.15 ‐8.3 ± 0.2 ‐23.6 ± 1.6 ‐51.7 ± 5.7  0.23
StnII  39  4  1.70  0.90  ‐9.1  0.5  ‐44.0  3.0  ‐115.0  9.0  1.00 
aRelative  Membrane  Binding  values  calculated  according  to  [n(StnII)  ×  K(other 
actinoporin)]/[n(other actinoporin) × K(StnII)] as explained in 15 
Figure 7. Isothermal Titration Calorimetry. Binding of the four actinoporins studied to DOPC:SM (4:1) or 
DOPC:SM:Chol (1:1:1) LUVs studied by ITC. Binding isotherms were adjusted to a model in which protein 
membrane binding involves the participation of “n” lipid molecules 15. The c values (c = Kb × P0; where P0 
is the initial protein concentration) for all the graphs shown were in the range 1–1000. 
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Calcein‐leakage 
 
  Once  bound  to  the membrane,  calcein‐leakage  experiments  can  give  a  good 
indication of the ability of actinoporins to diffuse, oligomerize, extend, and insert their 
N‐terminal α‐helix (not necessarily in that order), finally leading to the formation of a 
functional  pore.  In  order  to  register  these  presumed  kinetic  differences,  calcein 
leakage was measured as  the maximum  rate of  dye  release  as  a  function of  protein 
concentration  (Fig.  8).  In  the  absence of  Chol,  the  proteins  basically  reproduced  the 
same pattern observed by SPR and  ITC measurements suggesting that binding would 
be the rate limiting step (Fig. 8, left panel). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  On  the  other  hand,  when  Chol  was  present,  StnII  stood  out  as  the  most 
effective pore  forming protein  in  kinetic  terms. Given  that  the  four proteins  studied 
show similar and highly increased (about two orders of magnitude, Table 2) apparent 
binding  affinities  towards  the DOPC:SM:Chol  (1:1:1)  vesicles,  it  seems  reasonable  to 
assume that in the presence of a large proportion of Chol (around 30%; very similar to 
the erythrocyte content) the rate limiting step would be some of the subsequent steps 
needed  to produce a pore once  the protein  is bound  to  the membrane.  In  fact,  and 
highly consistent with this  interpretation after 10‐15 min of protein addition, all  four 
actinoporins showed identical percentage of final leakage (Fig. 8, lower right panel). 
 
 Figure 8. Calcein release. Maximum rate values of release (upper panels) or percentage of leakage after 10 
minutes  (lower  panels)  of  calcein  entrapped  in  DOPC:  SM  (4:1)  or  DOPC:SM:Chol  (1:1:1)  vesicles  by  EqtII 
(black  triangles),  FraC  (white  triangles),  StnI  (white  circles),  and  StnII  (black  circles).  Calcein‐entrapped 
vesicles were prepared with extrusion and release was measured at 23 °C. All  intensities were normalized. 
Towards the end of the measurement Triton X‐100 was added to dissolve the LUVs and release all calcein. 
The results shown are representative of two different independent experiments. Each value is average ± SEM 
from n=2. 
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  Finally,  it  has  been  recently  shown  how  StnI  and  StnII  formed  pores  in 
unilamellar  vesicles  containing  PSM  or  OSM,  but  both  toxins  failed  if  vesicles  were 
prepared  from  dihydro‐PSM  or  dihydro‐OSM  13.  This  result  was  interpreted  as  the 
stronger  intermolecular hydrogen bonding between dihydro‐SM molecules  increasing 
the  energy  barrier  for  toxin  penetration  into  the  interfacial  region  of  the  bilayer. 
Therefore  this  behavior was  also  tested  for  the  four  actinoporins  studied measuring 
calcein  release  from POPC  LUV  containing one  fifth  (4:1  ratio)  of  PSM, OSM of  their 
corresponding hydrogenated species (Fig. 9). As expected, all  four proteins showed a 
highly  impaired  ability  to  release  the  encapsulated  calcein  when  assayed  against 
vesicles  containing dihydro‐PSM or dihydro‐OSM,  supporting  the hypothesis  that  the 
intermolecular hydrogen bonding at the interfacial region prevented actinoporins from 
membrane binding  and/or pore  formation.  Finally,  as observed  for  the other  calcein 
release  experiments  (Fig.  8)  EqtII  resulted  much  less  efficient  than  the  other  three 
actinoporins characterized, even in the absence of the dihydro‐SMs. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9. Calcein leakage in the presence of dihydro‐SMs. (Left panel) Calcein release by EqtII, FraC, StnI, or 
StnII  from  POPC:PSM  (black  traces),  POPC:dihydroPSM  (red  traces),  POPC:OSM  (blue  traces),  and 
POPC:dihydroOSM  (green  traces)  lipid  model  vesicles.  POPC:sphingolipid  (4:1,  molar  ratios)  LUVs  were 
employed in all examples shown. After 300 seconds each indicated actinoporin was always added to give final 
concentration of 20 nM. The total  lipid:actinoporin molar ratio was about 125:1.  (Right panel) Bar diagrams 
showing the percentage of calcein release obtained in these experiments 500 seconds after protein addition. 
Each value is the average ± SEM from n=2. 
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Discussion 
 
  The  four  proteins  studied have  an  identical  number of  Trp  residues  (Table  1) 
which  are  conserved  along  their  sequences  (Fig.  1)  and  occupy  equivalent  positions 
within  their  three‐dimensional  structures.  Indeed,  it  is  well  accepted  that  these  Trp 
play  a  key  role  in  actinoporins  binding  to  membranes  52‐58.  Unexpectedly,  and 
according  to  the  spectroscopic  characterization  performed,  these  aromatic  residues 
seem to appear in quite different microenvironment when comparing StnI and StnII to 
EqtII  or  FraC.  An  observation  which  correlates  nicely  with  the  degree  of  sequence 
identity among them. Differences which, however, do not seem to correlate with their 
hemolytic  and  membrane  interaction  behavior,  maybe  only  reflecting  minor  local 
changes unrelated to the membrane interaction ability of these proteins, according to 
the protein‐lipid interaction results obtained. 
 
  The hemolysis activity of all four actinoporins (Fig. 5) gave a very similar result 
as that one obtained before with human red blood cells 34, suggesting that the present 
observation might reflect a rather general behavior. However, although only the four 
proteins  herein  characterized  have  been  produced  in  enough  amount  as  to  be 
characterized  in  deep  detail,  it must  be  remembered  that  these  proteins  appear  as 
multigene  families within each sea anemone species. That  is  to  say,  it  should not be 
ruled  out  the  possibility  of  the  existence  of  other  different  isotoxins,  not  yet 
characterized,  showing much  different  hemolytic  activity  than  the  four  ones  studied 
now.  This  possibility  seems  even  more  plausible  in  the  light  of  the  recent 
demonstration that StnI and StnII can act synergistically 59. It can be then hypothesized 
that  further  characterization  of  new  actinoporin  isoforms  might  yield  molecular 
species as hemolytic as StnII, for example. 
 
  The  ability  to  produce  calcein‐leakage  from  DOPC:SM  (4:1)  vesicles  roughly 
paralleled  membrane  binding  affinity  of  the  four  proteins  studied.  In  this  system, 
binding  to  the membrane  seemed  to be  the  rate  limiting  step  in order  to produce a 
functional pore. On the contrary, membrane binding affinity for DOPC:SM:Chol (1:1:1) 
vesicles  was  similar  for  all  them  and  about  100‐fold  higher  when  compared  to  the 
vesicles  without  Chol  (Table  1).  According  to  the  results  presented,  all  four 
actinoporins show an enhanced pore‐forming ability in the presence of this membrane 
lipid.  In  this  Chol‐containing  bilayer  system,  however,  StnII  was  much  faster  in 
producing  calcein  leakage  than  the  other  three  actinoporins  studied  (Fig.  8;  right 
panel), a result which agrees with the differences observed  in hemolytic activity  (Fig. 
5). Erythrocytes, after all, have a high content of Chol within their membranes of about 
30%.  This  ability  does not  necessarily  reflect  a  higher  affinity  for  the membrane but 
rather  an  improved easiness  to diffuse, oligomerize  and penetrate  the bilayer,  given 
that membrane binding would not  be now  the  rate‐limiting  step.  This  preference of 
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StnII  for  Chol  had  been  already  described  10,  16,  31  but  not  studied  in  relation  to  the 
other well‐known actinoporins. Taking into account that DOPC:SM:Chol (1:1:1) vesicles 
are also a standard raft containing lipidic system the influence of lipid domains on this 
behavior cannot be ruled out, even considering that the latest findings suggest that the 
effect  of  Chol  would  be  mainly  due  to  its  role  modifying  the  physical  state  of  the 
membrane  and  not  to  its  participation  in  specific  lipid‐lipid  or  lipid‐protein 
interactions17, 21. 
 
  Comparison  of  the  three‐dimensional  structures  of  the  four  actinoporins 
studied did not  reveal major differences  (Fig.  2),  as  expected  from  their  very  similar 
amino acid sequences (Fig. 1). Maybe it should be then concluded that the structures 
in  solution  do not  reflect  accurately  the  final  conformation  in  the membrane‐bound 
form. However,  it  has been  recently  reported  that  the hemolytic  and permeabilizing 
activities of  these actinoporins can be qualitatively  reproduced by synthetic peptides 
resembling  their  first  30  amino acids  34.  These  authors  correlated  this  behavior with 
the  hydrophobicity  of  the  corresponding  1‐10  N‐terminal  segment.  Their  data 
suggested  that  the  N‐terminus  of  StnII  would  be  more  deeply  buried  into  the 
hydrophobic core of  the bilayer  than that of  the other known actinoporins given the 
presence  of  a  larger  hydrophobic  continuum  along  extended  α‐helix,  which  is 
proposed  to  penetrate  the  membrane.  It  is  well  known  that  the  highest  variability 
among these four proteins appears just along their first 30 N‐terminal residues (Fig. 1). 
Neutron  reflection  studies  of  the  interaction  of  EqtII  with  lipid  membranes  have 
revealed that Chol is required for the penetration of the 30 residues long extended N‐
terminal  α‐helix  across  the  lipid  bilayer  33.  Thus,  the  results  obtained  using  the 
complete native proteins can be also explained in terms of the different hydrophobic 
character of this protein segment. Somehow, in the presence of Chol, StnII would more 
easily diffuse, oligomerize and/or penetrate the bilayer with its extended N‐terminal α‐
helix. On the other hand, the effect of Chol on membrane thickness could be another 
factor which could differentially affect  the behavior of  the  four actinoporins  studied. 
Within this idea, the length of the N‐terminal helix seems to be correlated with kinetic 
parameter  in  Chol‐membranes.  An  experiment  enlarging  the  N‐terminal  of  StnII  or 
shortening  the  other  actinoporins  could  be  an  adequate  approach  to  test  this  idea. 
Mutations  that make  the  N‐terminal  of  StnII more  like  that  of  EqtII/FraC  could  also 
offer valuable data. 
 
  Finally,  it  has  been  also  very  recently  described how not  only  Chol  but many 
other sterols facilitate StnII‐induced pore formation markedly, although the efficiency 
does not appear to correlate with the sterol structures 21 but rather with the distortion 
of  the hydrogen bonding network established among  the different membrane  lipids, 
with special emphasis on SM. This observation correlates nicely with the behavior of 
the four actinoporins when assayed against dihydro‐SMs (Fig. 9). A behavior which had 
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been  already  described    for  StnII  and  attributed  to  effects  on  interfacial  hydrogen 
bonding in SM or dihydro‐SM containing bilayers 13. An effect which now seems to be 
of  general  application  to  all  actinoporins  studied.  Why  this  network  perturbation 
should  be  less  determinant  on  EqtII  behavior  is  something  that  still  remains  to  be 
explained and maybe is also related to the possibility of synergic interaction with some 
other isotoxins produced by A. equina. 
 
  In summary, we have shown that StnII from S. helianthus is the most hemolytic 
protein among the four actinoporins so far characterized in molecular detail. However, 
all  they  show  quite  different  behavior  when  studied  against  simpler model  systems 
such  as  LUVs  containing  Chol  of  dihydro‐SM  species,  for  example.  This  differential 
behavior  might  be  a  consequence  of  their  distinct  specificities  and/or  membrane 
binding affinities which might eventually be modulated by the nature of their natural 
target membranes or even the presence of not yet characterized isotoxin forms from 
the same sea anemone species. 
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ARTICLE X 
 
Reconstitution of a soluble StnII transmembrane pore into nanodiscs 
In preparation. 
 
Reconstitución  de  un  poro  transmembrana  soluble  de  StnII  en 
nanodiscos 
 
Los nanodiscos son bicapas lipídicas autoensambladas y revestidas por una proteína de 
andamiaje derivada de la apolipoproteína A‐1. Se han convertido en una herramienta 
muy importante en los sistemas modelo de membrana para reconstituir proteínas de 
membrana. En este trabajo se han empleado nanodiscos para reconstituir en ausencia 
de  detergentes  el  poro  transmembrana  de  StnII  en  estado  soluble.  El  análisis  de  las 
imágenes obtenidas por criomicroscopía electrónica del complejo StnII/nanodisco han 
permitido la reconstrucción de un modelo tridimensional de la estructura del poro con 
10 Å de resolución. Este modelo indica que el poro estaría formado por las hélices  N‐
terminal de ocho subunidades de StnII, permaneciendo los sándwiches  en el exterior 
de la bicapa, en contacto con las cabezas polares de los fosfolípidos e interaccionando 
entre ellos. 
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Introduction 
 
  Nanodiscs  are  self‐assembled  phospholipid  bilayers  encased  within  an  engineered 
derivative of  apolipoprotein A‐1  scaffold protein  (Ritchie  et  al.  2009).  They have become an 
important  and  versatile  tool  among  model  membrane  systems  to  functionally  reconstitute 
membrane  proteins.  We  have  employed  this  approach  to  try  to  reconstitute  StnII 
transmembrane pore in a soluble state. 
 
Experimental procedures 
 
  Materials. DOPC, porcine brain  SM and Chol were obtained  from Avanti  Polar  Lipids 
(Alabaster,  AL,  USA).  The  plasmid  for  the  membrane  scaffold  protein  (MSP1E3D1)  was 
obtained  from  Addgene  (Cambridge,  MA,  USA)  and  the  expression  and  purification  of  the 
protein  has  been  described  elsewhere  (Ritchie  et  al.  2009).  The  preparation  of  the  cDNA 
coding for StnII, as well as the production and purification of the protein has been described 
before (Alegre‐Cebollada et al. 2007). 
 
  Homogeneity  and  spectroscopic  characterization.  Homogeneity  of  protein  samples 
used were confirmed by 0.1% (w/v) SDS / 15% (w/v) PAGE performed with standard conditions 
(Laemmli 1970). All protein batches used were also characterized  in terms of  recording  their 
far‐UV circular dichroism (CD) spectrum on a Jasco 715 spectropolarimeter (Easton, MD) at 50 
nm·min‐1 scanning speed. Optical path cell of 0.1 cm was employed. Proteins were dissolved in 
15 mM MOPS buffer, pH 7.5, containing 100 mM NaCl (0.2‐1.0 mg·mL‐1 protein concentration). 
At least four spectra were averaged to obtain the final spectrum. 
 
  Reconstitution of nanodiscs. Reconstitution considerations have been described before 
(Ritchie  et  al.  2009).  Lipid  stocks  of  DOPC:SM:Chol  (80:20:10  molar  ratio)  are  prepared  in 
chloroform  at  50  mM.  The  desired  amount  of  chloroform  lipid  stock  is  dispensed  into  a 
disposable  glass  culture  tube  and  dried  using  a  gentle  stream  of  nitrogen  gas.  To  remove 
residual solvent, the tube is placed in a vacuum desiccator under high vacuum for 3 h. Buffer 
containing 200 mM sodium cholate pH 8.0 is added to the dried lipid film. Typically, cholate is 
added up to twice the desired concentration of lipid. The tube is vortexed, heated under hot 
tap water  (about 60 ºC),  and sonicated  in an ultrasonic bath until  the solution  is  completely 
clear,  and  no  lipid  remains  on  the  walls  of  the  tube.  Scaffold  protein  is  added  to  cholate‐
solubilized  phospholipid  to  yield  desired  lipid:protein  ratio,  ensuring  that  the  final  cholate 
concentration  in  the  reconstitution  mixture  is  between  12  and  40  mM.  The  mixture  is 
incubated at  room  temperature  for  at  least 15 min.  Following detergent  removal by dialysis 
the  assembly  is  analyzed  and  purified  by  size‐exclusion  chromatography  using  a  calibrated 
Superdex 200 column in 20 mM Tris buffer pH 7.4 containing 100 mM NaCl. 
 
  Cryo‐electron microscopy.  StnII  is  then added  to  the  reconstituted nanodiscs and  the 
mixture is analyzed by cryo‐electron microscopy. For cryo‐electron microscopy, 5μl aliquots of 
a  solution  containing  StnII  reconstituted  in  nanodiscs was  applied  to  glow‐discharged  holey 
carbon grids (Quantifoil R 2/2, covered with an additional thin carbon layer) for 1 min, blotted 
for  5  sec,  and  frozen  rapidly  in  liquid  ethane  at  ‐180°C  using  a  Leica  EM  CPC  cryo‐plunger 
system.  Images  were  recorded  automatically  under  minimum  dose  conditions  in  a  Talos 
Arctica microscope (FEI company) equipped with a Falcon II Direct Detector at x99300 nominal 
magnification and between 1.5 and 2.5 μm underfocus. The final sampling ratio was 1.41 Å per 
pixel. 
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Results 
 
Spectroscopic characterization of the purified proteins 
 
  Far‐UV circular dichroism characterization of MSP1E3D1 protein was consistent with a 
polypeptide  showing  helical  content  probably  arranged  in  short  segments  (Figure  1),  which 
was expected since this protein is an engineered derivative of apolipoprotein A‐1. On the other 
hand,  far‐UV  CD  of  StnII  was  indistinguishable  from  the  spectra  published  before  for  this 
protein (De‐los‐Ríos et al. 2000) and indicated a predominant ‐sheet conformation (Figure 1), 
in good agreement with its known three‐dimensional structure (Mancheño et al. 2003). 
 
Reconstitution of nanodiscs 
 
  After the dialysis of the lipid/MSP1E3D1 mixture to remove the detergent, far‐UV CD 
characterization  of  the  sample  was 
performed  (Figure  2).  The  spectrum 
obtained was  indicative of an  increase 
in  the  average  length  of  the  helical 
segments (see Figure 1) resulting from 
the MSP1E3D1 protein interaction with 
the  mixture  of  phospholipids.  An 
aliquot  was  taken  to  be  analysed  by 
0.1%  SDS  (w/v)  /  15%  PAGE  (w/v) 
(Figure 3). 
 
  Once  the  detergent  was 
removed,  this  sample  was  analyzed 
and  purified  by  size‐exclusion 
chromatography using a Superdex 200 column in 20 mM Tris buffer, pH 7.4 containing 100 mM 
NaCl. The chromatogram obtained displayed several peaks, one of them corresponding to the 
purified nanodiscs (Figure 4, arrow). The far‐UV CD spectrum of the sample corresponding to 
this  peak  showed  shape  and  high  ellipticity  negative  values  consistent  with  a  high  long ‐
helical conformation (Figure 5), in perfect agreement with the role that the MSP1E3D1 protein 
is supposed to fulfil when incorporated into nanodisc particles. An aliquot was also analysed by 
means of SDS‐PAGE (Figure 3). 
Figure  2.  Far‐UV  circular  dichroism  spectra  of 
reconstituted nanodiscs. 
 
Figure  1.  Far‐UV  circular  dichroism  spectra  of MSP1E3D1  protein  (left  panel)  and wild‐type  StnII 
(right panel). 
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  These  purified  and  isolated  nanodiscs  were  then 
mixed  with  a  solution  of  homogenous  StnII  to  a  final 
StnII/MSP molar ratio of 10. This mixture was then analyzed 
by cryo‐electron microscopy after taking another aliquot for 
SDS‐PAGE analysis (Figure 3). 
 
 
Image processing 
 
  Three‐dimensional  reconstruction  of  the  assembled  complex  was  performed  using 
around  620.000  individual  images  of  StnII‐nanodiscs  complexes  which  were  selected 
automatically  using  SCIPION  software  (De‐la‐Rosa‐Trevín  et  al.  2016)  from  the  516  plates 
recorded in the microscope. Images were two‐dimensionally classified using the reference free 
algorithm  implemented  in  RELION  software  (Scheres  2012),  showing  that  most  of  them 
(around 580.000) were end‐on views, and the rest, side views (Figure 6). Side views were used 
to build an still preliminar three‐dimensional structure of a StnII transmembrane pore at 10 Å 
resolution (Figure 7), using RELION software and starting from a initial model calculated using 
RANSAC software (Vargas et al. 2014) implemented in SCIPION. 
 
 
 
 
Figure 3. SDS/PAGE analysis of 
the different aliquots obtained 
during  the  reconstitution  and 
purification  of  nanodiscs: 
Molecular  mass  markers  (Bio‐
Rad)  (lane  1),  lipid/MSP 
mixture  after  dialysis  (lane  2), 
the  peak  selected  from  the 
FPLC fractionation (lane 3), and 
purified  nanodiscs  with  StnII 
(lane 4). 
 
Figure  5.  Far‐UV  circular  dichroism  spectra  of  purified 
nanodiscs. 
 
Figure  4.  Elution  profile  of  Superdex  200  column  equilibrated 
with 20 mM Tris buffer, pH 7.4 containing 100 mM NaCl.
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  The  three‐dimensional  reconstruction  obtained  for  StnII  transmembrane  pore 
structure seemed to  indicate that the oligomer was made of eight StnII subunits  (Figure 7A). 
The ‐sandwich core of each molecule would remain outside the lipid bilayer  in contact with 
the phospholipid head groups and in close interaction with each other, while the N‐terminal ‐
helices would penetrate completely through the membrane (Figure 7B). 
  In  Figure  7A  we  can  observe  the  existence  of  gaps  between  the  helices  that  most 
probably  would  be  occupied  by  lipid  molecules,  as  it  has  been  previously  seen  with  the 
crystalline pore‐structure of FraC (Tanaka et al. 2015). It is highly remarkable that, contrary to 
the mentioned FraC oligomeric structure, this StnII‐pore reconstruction has been obtained in 
the absence of detergents and in the presence of Chol, a lipid which has been recently shown 
to  be  required  for  the  correct  formation  of  actinoporins’  functional  pores  (Alm  et  al.  2015, 
García‐Linares  et  al.  2015, Wacklin  et  al.  2016). Work  is  in progress  to  yield  a more  refined 
structure at near‐atomic resolution. 
   
 
Figure  6.  Some  representative  two  dimensional  class‐averages  obtained  from 
images of frozen‐hydrated samples of StnII containing nanodiscs, side and end‐
on views of the complex are clearly distinguishable.
 
Figure 7. Three‐dimensional reconstruction, using cryo‐EM images, of a functional StnII pore assembled 
into nanodiscs containing SM and Chol. Scale bar is 50 Å. A) End‐on view showing the octamer and the 
pore  within  the  nanodisc.  B)  Side  view  of  the  StnII  octamer  excluding MSP1E3D1  and  phospholipid 
molecules. 
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INTERACTION OF ACTINOPORINS WITH LIPID MEMBRANES: THE ROLE OF MEMBRANE 
COMPOSITION AND BIOPHYSICAL PROPERTIES 
 
  The contribution of lipids is relevant at each step of actinoporins’ mechanism of 
action.  Actinoporins  bind  to  sphingomyelin  containing  membranes  and  show  high 
binding specificity for this lipid. But membrane pore‐forming ability is also affected by 
some  other  conditions,  such  as  the  presence  of  sterols,  the  coexistence  of  various 
phases or domains, compactness, fluidity, and the strength of the interfacial hydrogen 
bonding network. 
 
Effects of sterols on StnII functionality 
 
  Chol has been widely proven to facilitate pore formation by actinoporins. This 
molecule is known to affect membrane fluidity by (i) increasing phospholipid acyl chain 
order  when  the  membrane  is  in  the  physiological  fluid  state  (Feinstein  et  al.  1975, 
Jaikishan  et  al.  2010);  (ii)  facilitating  lateral  segregation  of  phospholipids,  increasing 
the  thermostability  of  both  the  gel  and  Lo  domains  (Engberg  et  al.  2016);  and  (iii) 
interfering with  intermolecular hydrogen bonding between SM molecules  (Róg et al. 
2006). In addition, it also appears to affect the SM phosphocholine head group tilt and 
dynamics (Niemela et al. 2004, Róg et al. 2006, Björkbom et al. 2010). As part of the 
work now presented, it has been shown that Chol increased pore formation kinetics by 
StnII  (Fig.  II‐1;  see  previous  note).  Previous  observations  suggested  that  EqtII 
preferentially binds to molecules at the disordered/ordered domain interfaces (Schön 
et al. 2008) and oligomerizes to form pores at the liquid disordered phase (Rojko et al. 
2014). Moreover,  ITC data suggested that StnII binding and pore  formation  led to an 
ordering effect in the bilayer, possibly reflecting in part ordering of the SM head group 
by  StnII  binding.  However,  PSM order  increased  only moderately  in  the  presence  of 
this  lipid (Fig.  II‐4), so  it  is more  likely that Chol altered more the SM head group tilt 
and dynamics (Fig. 8A) affecting StnII binding and/or oligomerization than producing a 
determinant effect on bilayer  fluidity. Recent  studies with StnI  seem to  indicate  that 
this  actinoporin  binds  and  permeabilizes  with  higher  efficiency  sterol‐containing 
membranes  independently  of  their  ability  to  form  domains.  Cholestenone,  a  non‐
inducing  phase  separation  sterol  but  with  a  high  propensity  to  induce  non‐lamellar 
phase,  promoted  toxin  insertion,  diffusion,  and  oligomerization  leading  to  pore 
formation.  (Pedrera  et  al.  2015).  On  the  other  hand,  Chol  also  affects  membrane 
thickness, most probably facilitating N‐terminal helix  insertion (Palacios‐Ortega et al., 
in  preparation).  In  this  regard,  neutron  reflection  studies  of  the  interaction  of  EqtII 
with lipid membranes have revealed that Chol is required for the penetration of the 30 
residues  long extended N‐terminal ‐helix across  the  lipid bilayer  in order  to make a 
functional pore (Wacklin et al. 2016). Finally, Chol induces a negative curvature of the 
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membrane, which would  facilitate  the  formation  of  the  pore  by  reducing  the  stress 
caused by membrane distortion. 
  Addition of PCer to POPC:PSM bilayers inhibits StnII binding to the bilayer and 
consequent pore formation (Figs. II‐2 and II‐3). It has not been yet fully elucidated the 
mechanism  for  how  PCer  addition  to  SM‐domains  hinder  StnII‐pore  formation  so 
markedly, but it is well known that PCer interacts with PSM leading to the formation of 
a highly ordered PCer and PSM rich domain  (Maula et al. 2012, Artetxe et al. 2013). 
This shift of PSM from a fluid to a gel like state would affect SM phosphocholine head 
group  orientation  and  dynamics  (Metcalf  et  al.  2012),  increase  acyl  chain  order  and 
lateral packing,  and most  likely also  sequester  SM diminishing  its  real  availability  for 
interaction with actinoporins. This observation would be in perfect agreement with the 
recent determination  that StnII needs clusters of adjacent SMs  in order  to efficiently 
oligomerize and  form pores  (Palacios‐Ortega et al. 2016). These observations offer a 
new perspective on the StnII haemolysis inhibitory effect of sphingomyelinase addition 
to  erythrocytes,  which  according  to  this  new  perspective  could  be  caused more  by 
ceramide generation than for factual depletion of SM. 
  Even though PCer has more affinity for PSM than Chol (Alanko et al. 2005), this 
sterol  was  still  able  to  partially  reverse  the  inhibitory  effect  of  PCer  on  StnII  pore 
formation  (Fig.  II‐5). Given  the Chol  concentration employed,  it was more  likely  that 
Chol affected PSM properties  (in  the POPC‐rich phase or at  the gel phase boundary) 
than  the over‐all  gel  nature of  the PSM‐PCer domains.  In  summary,  StnII‐membrane 
interaction, leading to pore formation, may critically respond to changes in PSM head 
group  properties,  which  can  be  efficiently  modulated  by  Chol  and/or  ceramide.  It 
cannot  be  discarded  however  that  actinoporins’  pore‐formation  is  also  affected  by 
lipid‐domain boundaries as  initially had been proposed, a proposal which  is perfectly 
compatible with the other proposals discussed in this Thesis (Schön et al. 2008, Rojko 
et al. 2014). 
 
Implication of the interfacial hydrogen bonding network of SM molecules 
 
  2NH  and  3OH  functional  groups  of  SM  seem  to  be  important  for  giving 
specificity  and  high  affinity  for  StnII‐membrane  interaction  and  for  pore  formation. 
Methylation  of  these  groups  has  been  shown  to  reduce  SM  gel‐phase  stability 
(Björkbom  et  al.  2011),  suggesting  that  hydrogen  bonding  involving  the  2NH  are 
important  for  SM‐SM  interlipid  interactions  (Fig.  8B). Also,  sterol  affinity  for bilayers 
containing  the  methylated  SM  analogues  was  markedly  lowered.  Besides  being  of 
great  importance  for  the biophysical membrane properties of SM, 2NH and 3OH are 
also  implicated  in specific  interactions with actinoporins’ residues. Molecular docking 
of  SM  to  the POC binding  site of  StnII  suggests  that  the phosphate oxygens  interact 
with Tyr111 and Tyr136, while  the 2NH and 3OH engage  in electrostatic  interactions 
with  Tyr135.  Additionally,  the  phosphate  moiety  could  be  further  stabilized  by  the 
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cationic side chain of Arg51 (Fig. III‐4). The lack of apparent membrane binding of 2NH 
and  3OH  methylated  SM  analogues  (Figs.  III‐2  and  III‐3)  and  the  failure  to  cause 
significant  membrane  permeabilization  (Fig.  III‐1),  suggested  that  these  analogues 
failed  to  support  stable membrane association of StnII.  This would confirm that high 
affinity interaction between StnII and SM is required for stable membrane association 
of StnII. 
  The  above  paragraph  discusses  mostly  the  hydrogen  bonding  interactions 
established  between  specific  protein  residues  side‐chains  and  SM  chemical  groups. 
However, the importance of hydrogen bonding is also relevant in relation to the more 
general  biophysical  state  of  the membrane  as  it  has  been  also  demonstrated  using 
dihydro‐SM containing vesicles. As it has been previously shown, SM and dh‐SM have 
different intermolecular hydrogen bonding properties and the obtained results suggest 
that  this  interaction  is  stronger  in dihydro‐SM bilayers  (Ferguson‐Yankey et al.  2000, 
Talbott et al. 2000, Nyholm et al. 2003). Consequently, pore formation by StnI and StnII 
was  markedly  different  in  SM  and  dihydro‐SM  bilayers.  Calcein  leakage  was  highly 
attenuated when using dh‐SM bilayers (Fig. IV‐1). SPR and ‐potential measurements 
also  indicated  that  total  binding  of  StnII  was much weaker  in  supported  bilayers  or 
LUVs made of dh‐OSM than OSM (Figs.  IV‐2 and  IV‐3). Experiments with monolayers 
indicated that StnII penetration in dh‐OSM was less efficient at high surface pressures 
compared  to  OSM  (Fig.  IV‐5).  Data  obtained  wit  benzyl  alcohol  (BA),  a  well‐known 
hydrogen‐bonding  small molecule with  an  affinity  for  bilayer  interfaces  (Somerharju 
2002),  supported  the  implication  of  intermolecular  hydrogen  bonding  in  regulating 
membrane association of StnII. BA participates  in hydrogen bonding similarly as Chol 
does  (Palacios‐Ortega  et  al.  2016)  and  induced  strong  activation  of  StnII‐dependent 
calcein  release  from  dihydro‐OSM  bilayers,  while  OSM  bilayers  were  not  affected, 
probably because pore formation was already maximal (Fig. IV‐6). 
 
 
THE ROLE OF PARTICULAR RESIDUES OF ACTINOPORINS 
 
  Actinoporins  constitute  a  family  of  proteins  with  high  degree  of  sequence 
identities  but  different  haemolytic  activities,  suggesting  that  minor  differences  in 
conformational arrangements  result  in major  functional  changes.  In order  to analyze 
the influence of particular residues on the conformation and activity of these proteins, 
many mutant variants have been studied. All  these mutations map  to  the previously 
mentioned  functionally  relevant  regions  because  they  are  probably  involved  in 
conformational  arrangements  and  specific  interactions  associated  with  pore 
formation. In the following lines the role of most relevant residues studied along this 
work are discussed in terms of their specific participation in binding to the membranes 
and  pore‐formation  and  also  in  relation  to  their  strategic  location  regarding  the 
aforementioned  key  functional  protein  regions.  This  distinction  is  just  a  resource 
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attempting to make this discussion more comprehensible because obviously proteins 
function as a whole and some of  the actinoporins’  specific  residues can be classified 
within more than one of these regions (García‐Ortega et al. 2011). 
 
 
Residue  Location / Function 
StnII  A10  30 first residues 
StnI  G26  30 first residues 
StnI  V28  30 first residues 
StnII  R29  30 first residues 
StnII  W43  Stabilization of ‐sandwich 
StnII  R51  POC binding site 
StnI  S53  POC binding site 
StnI  D57  Detachment of ‐helix 
StnI  E62  Detachment of ‐helix 
StnII  F106  Aromatic cluster 
StnII  W110  Aromatic cluster 
StnII  Y111  POC binding site ‐ Aromatic cluster 
StnII  W114  Aromatic cluster 
StnII  W115  Stabilization of ‐sandwich 
StnII  Y135  POC binding site ‐ Aromatic cluster 
StnII  Y136  POC binding site ‐ Aromatic cluster 
StnII  G142  Oligomerization state 
StnII  W146  Protomer‐protomer interactions 
 
Table 1.  Recompilation of  all  the mutants  studied and discussed along  this  section and  their  location 
within the protein structure or their functional role. 
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Stn mutants affecting the 30 first residues stretch 
 
  Mutants  affecting  the  amino  terminal  sequence  stretch  have  confirmed  that 
this  region  is  crucial  for  pore  formation  but  does  not  seem  to  be  involved  in  the 
arrangements needed for membrane recognition. Substitution of Ala10 for Pro in StnII, 
for example, yielded a protein with identical membrane binding behaviour but with a 
highly decreased haemolysis and calcein leakage activities (García‐Linares et al. 2015). 
This could be explained by the conformational stiffness introduced by the Pro residue, 
which would hamper the extension of the ‐helix (Alegre‐Cebollada et al. 2004, Kristan 
et al. 2004, Alegre‐Cebollada et al. 2008). Moreover, membrane binding capability of 
A10P was identical to wild‐type StnII using lipid vesicles with or without Chol (Figs. VI‐2 
and VI‐3),  but haemolysis  and  calcein  leakage,  two phenomena which  largely  reflect 
the pore‐forming ability of these proteins, were clearly reduced in the absence of this 
sterol (Table VI‐1 and Fig. VI‐4). Interestingly, the presence of Chol allowed leakage of 
aqueous contents even though the helix could not be completely extended, favouring 
the  hypothesis  of  the  existence  of  a  toroidal  pore  (Rojko  et  al.  2014,  Tanaka  et  al. 
2015)  (Fig.  9).  As was  also  observed with wild‐type  StnII,  the  A10P mutant  did  also 
show much higher affinity for Chol‐containing membranes (Table VI‐2). Overall, these 
observations reinforced the idea that pore formation, but not membrane recognition, 
was the step impaired in this mutant. 
  Another mutant  studied was  StnII  Arg29  (Figs.  6  and VI‐1),  corresponding  to 
substitution of a conserved residue in most of the known actinoporins which has been 
proved  to  be  involved  in  both  membrane  recognition  and  pore  formation  (Alegre‐
Cebollada et al. 2008).  This Arg29 and Phe106 establish a ‐cation  interaction which 
could not occur if the positively charged amino acid at position 29 was replaced by Gln. 
Thus,  mutant  R29Q  showed  an  increased  conformational  freedom  that  led  to 
distortion  of  the  electrostatic  potential  along  the  interfacial  binding  site  (Fig.  12). 
Again, Chol proved to be also crucial for correct binding and pore formation (Figs. VI‐2, 
VI‐3 and VI‐4). 
  In  the  case  of  StnI,  five  mutant  variants  obtained  by  random  mutagenesis 
showed  reduced  haemolytic  activity  (Fig.  3‐V).  The  residues  mutated  in  these  five 
examples  were  Gly26,  Ser53,  and  Asp57,  which  are  conserved  in  all  known 
actinoporins; Val28, which is maintained in most of them; and Glu62, the most variable 
one  (Fig.  I‐1). Two of  these amino acids  (Gly26 and Val28) are  located within  the 30 
first residues stretch. Obviously, Asp57 and Glu62 are not therein located but they are 
included  in  this  section  of  the  Discussion  because  their  substitution  affects  to  the 
required  N‐terminal  ‐helix  detachment.  The  fifth  residue,  Ser53,  will  be  however 
discussed later, in a different section, since it belongs to the POC‐binding site. All these 
five amino acids are located in regions with no ordered secondary structure (Fig. V‐2, 
right panel) in good agreement with the assumption that changes within the ‐barrel 
sandwich  core  or  the  two  ‐helices  would  involve  such  a  high  level  of  structural 
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disorganization that would impair its survival to the heat‐shock step used during their 
phenotypic  selection.  That  is  to  say,  mutations  on  different  regions  than  the  ones 
found  would  render  mutant  species  too  unstable  to  be  detected  in  the  conditions 
employed.  Nevertheless,  NMR  relaxation  data  indicated  that  these  residues  at 
positions 26, 53, 57 and 62 still belong  to  the  rigid core of  the protein  (Fig. V‐2,  left 
panel). 
  StnI  mutant  variants  G26D,  V28E,  D57A,  and  E62G  did  not  show  up  at  the 
membrane  binding  interface,  which  could  explain  the  only  very  small  changes 
observed in their membrane binding behaviour, very similar to that one displayed by 
wild‐type StnI  (Fig. V‐4), but did not explain why  they showed a  reduced haemolytic 
activity  (Fig.  V‐3).  According  to  the  more  generally  accepted  mechanism  for  pore 
formation this could be interpreted as the mutations introduced affecting detachment 
of  the ‐helix.  Careful  inspection of  the wild‐type  StnI  structure  reveals  that  Asp57 
negatively charged side‐chain is very close to Glu2 and Glu62 (Fig. 13A), most probably 
creating  an  electrostatic  repulsion  effect  that  should  be  important  for  the 
conformational  change  involving  helix  detachment.  Substitution  of  Asp  by  Ala  in 
position 57 would eliminate the load of negative charge around that region, favouring 
the interactions of the helix with the hinge loop or/and with the ‐sandwich residues, 
most probably impairing helix detachment and thus decreasing the haemolytic activity 
of  this  mutant.  This  argument  can  be  also  used  in  identical  terms  to  explain  the 
behaviour of E62G mutant. 
  Electrostatic  interactions could also explain the reduced haemolytic activity of 
the  G26D  and  V28E  mutants.  Side  chains  of  Arg75  and  Lys76  are  really  close  to 
residues at positions 26 and 28 (Fig. 13B), therefore the substitution of Gly or Val for a 
negatively charged residue could result in an electrostatic interaction with Arg and/or 
 
 
Figure  13.  A)  Diagram  showing  residues  Glu2,  Asp57  and  Glu62  within  the  three‐
dimensional structure of StnI. Substitution of Asp by Ala would favor the interaction of the 
helix  to  the  protein  core.  B)  Diagram  showing  residues  Gly26,  Val28,  Arg75  and  Lys76 
within  the  three‐dimensional  structure  of  StnI.  Substitution  of  Gly  by  Asp  or  Val  by  Glu 
would  hinder  detachment  of  the  helix.  Both  figures  were  made  using  UCSF  Chimera 
program (Pettersen et al. 2004). 
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Lys side‐chains. These new  interactions could again hinder the detachment of  the N‐
terminal helix required for pore formation. In summary, the lower haemolytic effect of 
four  of  the  five  mutations  selected,  altogether  with  their  strategic  situation  in  the 
vicinity of the N‐terminal ‐helix, could be interpreted as the result of impediments for 
its detachment and final pore‐formation while leaving their membrane binding ability 
unaffected. 
  Overall, the results from this section can be summarized confirming that the N‐
terminal region of actinoporins is not directly involved in membrane recognition but it 
is required to make a functional pore. 
 
Stn mutants affecting the POC‐binding site 
 
  Regarding  this  structural  site, we have prepared  four mutants of  StnII:  R51Q, 
Y111N, Y135F and Y136F. According to the StnII‐POC crystalline structure  (Mancheño 
et al. 2003), all of them establish interactions with the POC moiety and/or the 2NH and 
3OH groups of SM (Alegre‐Cebollada et al. 2008, Pardo‐Cea et al. 2010, Mechaly et al. 
2011, Maula et al. 2013). The Tyr residues are simultaneously considered as part of the 
aromatic amino acids cluster. These four mutants showed reduced haemolytic activity 
(Table  VI‐1)  and  were  incapable  to  interact  with  PSM‐containing  vesicles  in  the 
absence of Chol  (Fig. VI‐3  and Table VI‐2).  Tyr136 was  shown  to  interact  specifically 
with  the phosphate oxygens of  the POC moiety  (Maula et  al.  2013) which would be 
essential  for maintaining  the SM molecule at  the  right position  (Fig.  III‐4). But  in  the 
presence  of  Chol  this  interaction  does  not  seem  to  be  so  crucial  since  the  Y136F 
mutant is able to establish functional interactions, both in membrane binding (Fig. VI‐2 
and  Table  VI‐2)  and  calcein  release  activity  (Fig.  VI‐4A).  This  observation  might  be 
related to the ability of Chol to reorient the SM head group (Fig. 8A). Employment of 
SM analogues revealed how Tyr135 interacts with the 2NH and 3OH groups of this lipid 
(Maula et al. 2013), but both interactions would be absent in the Y135F mutant. This 
would explain the marked decrease in membrane binding affinity, calcein leakage and 
haemolytic activity even in the presence of Chol (Figs. VI‐2, VI‐4 and Table VI‐1). If Chol 
was  not  present  in  the  vesicles,  the  mutant  was  completely  unable  to  bind  to  the 
membrane, so we can suggest that Tyr135‐SM interactions are also enhanced by this 
molecule. 
  R51Q and Y111N mutants showed diminished haemolytic activity (Table VI‐1), 
low affinity  for  vesicles, with  and without Chol  (Figs. VI‐2, VI‐3 and  Table VI‐2),  and 
were  inactive  in  calcein  release  experiments  (Fig.  VI‐4).  The  POC  moiety  has  been 
suggested to be stabilized by the cationic side chain of Arg51 (Maula et al. 2013) and 
the  present  results  suggest  that  this  interaction  is  strictly  required  for  membrane 
recognition  independently  of  the  presence  of  Chol.  Tyr111  is  involved  in  the 
conformational change needed to bind to the POC and form the pore (Mancheño et al. 
2003).  Y111N would  fail  to  produce  a  functional  pore  even  in  the  presence  of  Chol 
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because  this  mutant  just  does  not  bind  to  the  membrane  (Alegre‐Cebollada  et  al. 
2008).  Indeed,  Tyr  111  is  a  key  residue  of  cluster  of  aromatic  residues  (Fig.  5)  and 
therefore its role in actinoporins’ function is further discussed in the next section. 
  On  the  other  hand,  among  the  StnI  mutant  variants  obtained  by  random 
mutagenesis  that were  described  in  a  previous  section,  S53T was  the  only  one  that 
showed a reduced membrane binding capacity compared to the wild‐type protein (Fig. 
V‐4). However, although it is less haemolytic than StnI, it shows the highest haemolytic 
activity  among  all  the other  StnI mutants  described  above  (Fig. V‐3).  The  equivalent 
Ser52  in  StnII  is  part  of  the  phosphocholine  binding  site,  which  could  explain  why 
minimal  changes at  this position produce enough distortion  in  this  region as  to alter 
the membrane binding ability of the protein. Why this marked decrease  in binding  is 
not  directly  related  to  a  much  lower  haemolytic  activity  seems  to  be  a  quite 
contradictory observation. But it could be that once the S53T mutant is bound to the 
membrane,  it  forms  the  pore more  efficiently.  Ser  to  Thr  substitution  could  involve 
long‐range  conformational  changes  of  residues  placed  around  the  hinge  region  that 
would facilitate N‐terminal ‐helix detachment. 
  In summary, single modifications of actinoporins’ residues located at positions 
not involved in the interactions needed for membrane binding, or insertion, may also 
largely  affect  the  proper  functionality  of  these  proteins  by  just  altering  the  strictly 
required  conformational  freedom  and/or  electrostatic  distribution  of  well‐defined 
protein regions. As with the wild‐type protein, Chol significantly facilitates interactions 
with the membrane of most mutants studied, most probably modifying the availability 
of SM molecules and the orientation of their head groups. 
 
StnII mutants affecting the aromatic cluster 
 
  Four  StnII  mutants  affecting  residues  from  the  aromatic  cluster  have  been 
studied:  F106L,  Y111N,  Y135F  and  Y136F.  As  it  was  mentioned  before,  Phe106 
establishes an interaction with Arg29 side‐chain in order to initiate the conformational 
changes needed  for protein binding  to  the membrane  (Alegre‐Cebollada et al.  2004, 
Pardo‐Cea et al. 2011). This could be the reason why, in the absence of Chol, F106L is 
completely unable to bind to the lipid vesicles (Fig. VI‐3) or induce calcein leakage (Fig. 
VI‐4B)  and,  consequently,  its  haemolytic  activity  is  quite  impaired  (Table VI‐1).  Even 
when Chol  is present, membrane affinity  is  reduced compared  to  the wild‐type StnII 
(Table VI‐2). 
  The  loop  containing  Tyr111  is  completely  disordered  and  shows  high 
conformational flexibility, as it has been seen both in EqtII and StnII (Athanasiadis et al. 
2001, Hinds et al. 2002, Mancheño et al. 2003). In the soluble state, Tyr111 is exposed 
(Castrillo et al. 2010), but in the StnII:POC complex appears pointing towards the POC 
moiety  (Mancheño  et  al.  2003)  a  change  that  involves  a  dramatic  change  in  the 
orientation  of  its  aromatic  side‐chain  (Fig.  14)  .  This  residue  is  certainly  crucial  for 
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membrane  binding  since  its  substitution  by  Asn  completely  blocked  its  membrane 
binding ability (Fig. VI‐3), even in the presence of Chol (Table VI‐2), and consequently 
its calcein release (Fig. VI‐4) and haemolysis activities (Table VI‐1). 
  Tyr135  and  Tyr136,  which  role  has  been  discussed  in  part  in  the  above 
paragraphs, display a high motional flexibility, as it has been deduced by NMR analysis 
of StnI equivalent groups in the presence of DPC micelles (Castrillo et al. 2010). In the 
absence  of  Chol,  Y135F  and  Y136F  are  no  longer  capable  of  maintain  the  specific 
contacts  (Fig. VI‐3) but,  since  the mutations  retain  the hydrophobic  character of  the 
residues, these proteins can still interact in some degree with Chol‐containing vesicles, 
especially the Y136F variant (Fig. VI‐2). 
  The main conclusion of this set of results would be that key specific interactions 
between  side‐chains  of  particular  actinoporin  residues  and  definite  SM  chemical 
groups  are  strictly  required  for  maintaining  an  efficient  pore‐forming  functionality. 
However,  especially  in  the  presence  of  Chol,  some  of  these  interactions  become 
dispensable as far as the hydrophobicity of these side‐chains is essentially retained. 
 
StnII mutant affecting the correct aggregation competent state for pore formation 
 
  As  it  has  been  stated  in  the  lines  above,  actinoporins’  N‐terminal  ‐helix  is 
involved  in  pore  formation  while  specific  regions  at  the  ‐sandwich  are  rather 
responsible  for  membrane  recognition  and  binding.  However,  large  regions  of  the 
protein  still  remain  unexplored.  Little  is  known  about  protein‐protein  interactions 
involving  the  oligomerization  needed  for  pore  formation,  for  example.  Recent  data 
from crystal structures of FraC at different stages of the lytic mechanism show that in 
the monomeric form of FraC, Phe16 is inserted in a hydrophobic cavity of the ‐core. 
During the initial dimerization, the Val60 of a protein unit displaces the Phe16 of the 
other unit from its original position (Tanaka et al. 2015), a process which seems to be 
critical for pore formation in cholesterol‐rich membranes (Morante et al. 2015b). But 
apart  from  this  specific  determination,  many  other  key  protein‐protein  interactions 
remain to be discovered. 
 
 
Figure 14. A) Stereo view of the superposition of free StnII (gray) and the StnII:POC complex (tan), 
showing Tyr111 residue rearrangement  (magenta  for  free StnII and blue  for StnII:POC complex)  in 
the POC binding site. The image was made using UCSF Chimera program (Pettersen et al. 2004). B) 
Potential orientations of the aromatic side chains of Trp111 and Tyr112 (Trp110 and Tyr111 in StnII) 
in the interaction of StnI with DPC micelles (Castrillo et al. 2010). 
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  Within this idea, one of the most intriguing observations regarding actinoporins 
is  the  presence  of  a  rather  conserved  integrin‐like  binding  RGD  (Arg141‐Gly142‐
Asp143) motif within  their  sequence. Therefore,  it has been proposed  long  time ago 
that  it  mediates  actinoporins  binding  to  this  kind  of  receptors  on  the  cell  surface 
explaining, for example, why these proteins are much more efficient against red blood 
cells  than  against  naked  lipid  model  vesicles  (Anderluh  et  al.  2002,  Anderluh  et  al. 
2003,  Monastyrnaya  et  al.  2010).  However,  our  results  suggested  that  the  RGD 
sequence region would be important for maintaining the correct oligomerization state 
of the protein and the convenient geometric arrangement of the protein monomers in 
order  to  form  a  functional  pore  rather  than  interacting  with  a  non‐yet  identified 
integrin‐like protein receptor (García‐Linares et al. 2014). Thus, it now seems that this 
RGD motif is important to maintain the solubility of the monomers and small oligomers 
since minimal changes of this sequence result in protein aggregates which very easily 
precipitate. 
  Within this idea, binding of a RAD mutant version of StnII to model lipid vesicles 
was indistinguishable from the wild‐type protein behaviour (Fig. VII‐5), confirming that 
this  sequence  is not directly  involved  in membrane recognition or binding. However, 
and in spite of this observation, this RAD mutant was much less haemolytic (Fig. VII‐4). 
An  observation  that  could  not  be  explained  in  terms  of  loss  of  interaction  between 
integrin‐like  receptors  and  the  protein  since  not 
such  receptors  seem  to  exist  on  erythrocytes 
membranes.  Consequently,  we  interpret  our 
results as how the presence of Ala methyl group in 
the RAD mutant would distort not only a probably 
well‐established  ionic  interaction between Arg141 
and Asp143, but also the stabilization of Gly142 by 
the hydroxyl group of Ser163 (Fig. 15). Mutation to 
Ala would  then  lead  to a more aggregation‐prone 
protein. 
  Moreover,  NMR  characterization  of  this 
RAD  mutant  allowed  the  construction  of  a  map 
revealing  the  residues  involved  in  the  interactions 
conducing  to  the  tetramer species  (Figs. VII‐2  and 
VII‐7).  This  map  was  used  to  dock  in  silico  the 
monomers into tetramers, obtaining a collection of different structures (Fig. VII‐8). All 
of  them  displayed  the  N‐terminal  ‐helix  in  an  exposed  position  but  unable  to 
participate  in  pore  formation.  The  geometry  of  the  tetramers  revealed  that  the 
elongation  of  this ‐helix  towards  the membrane  recognition  face  in  one monomer 
was sterically blocked by the adjacent molecule and also suggested that these helices 
were too far apart to associate into a functional pore. 
  
Figure  15.  Diagram  indicating  the 
relative  position  of  Arg141  (green), 
Gly142  (magenta), Asp143  (blue) and 
Ser163  (orange)  within  the  three‐
dimensional  structure  of  StnII  (in 
lines).  The  image was generates with 
MOLMOL  program  (Koradi  et  al. 
1996). 
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It was then concluded that RGD motif seemed to contribute to maintaining the 
proteins  in  the  correct  competent  state  of  aggregation,  both  in  their  water‐soluble 
state and in their membrane‐bound configuration. 
 
StnII mutants affecting Trp residues 
 
  Most of  the known actinoporins contain  five Trp residues which are generally 
proposed to play a key role in membrane binding and recognition (Malovrh et al. 2000, 
Hong et al. 2002, Alegre‐Cebollada et al. 2004, Alegre‐Cebollada et al. 2007b, Alegre‐
Cebollada et al. 2008, Pardo‐Cea et al. 2010, Pardo‐Cea et al. 2011) (Fig. VIII‐2,  lower 
panel).  Following  StnII  numbering,  and  according  to  their  location  and  arrangement 
within the soluble three‐dimensional structure of this protein (Fig. VIII‐1), Trp110 and 
Trp114 would belong to the cluster of aromatic residues (Mancheño et al. 2003) while 
Trp43 and Trp115 would play a major  in  the  stabilization of  the ‐sandwich.  In  fact, 
their  replacement  yielded  mutants  which  displayed  the  lowest  Tm  values.  Finally, 
Trp146 would be implicated in specific protomer‐protomer interactions, together with 
Val57, as has been proposed from the FraC octameric crystalline structure (Tanaka et 
al. 2015, Morante et al. 2015b). Consequently, the replacement of Trp146 by Phe had 
a  deep  impact  on  protein  solubility  (Table  VIII‐1),  in  good  agreement  with  this 
proposed  role  for  this  residue  in  stabilizing  the  correct  protein‐protein  interactions 
needed to oligomerize and form the pore. 
  All the mutants studied had Trp residues replaced by Phe to different degrees 
of  extent  (Table  VIII‐1)  but  displayed  far‐UV  CD  spectra  indistinguishable  from wild‐
type  StnII  (Fig. VIII‐3), meaning  that  they  conserved  the overall  conformational  fold. 
Near‐UV  CD  spectra  were  much  different  from  each  other,  as  expected  from  the 
changed  aromatic  rings  (Fig.  VIII‐4).  The  elimination  of  indolyl  side  chains  resulted 
indeed in a decrease of Trp fluorescence emission and a simultaneous increase of Tyr 
fluorescence,  most  probably  due  to  the  disappearance  of  Tyr  to  Trp  non‐radiative 
energy  transfer  phenomena  (Fig.  VIII‐5).  For  example,  the  elimination  of  Trp110 
implicated an  important  increase  in  the emission of  the close Tyr111 residue  (Figs. 5 
and  VIII‐11A).  In  summary,  all  these  mutants  showed  the  expected  spectroscopical 
properties given their protein location and the nature of the substitutions made. 
  Haemolysis activity of all these mutants was very similar to that one displayed 
by  wild‐type  StnII  (Fig.  VIII‐6),  which  suggested  the  hydrophobic  effect  as  a  major 
driving force in perforating the erythrocyte membranes. The only mutant that showed 
a  significantly  diminished  haemolysis  activity was WquadrupleF  (Fig.  VIII‐6),  in  good 
agreement with previous results for EqtII (Malovrh et al. 2000). 
  These  mutants  were  also  assayed  against  model  lipid  vesicles.  When  using 
DOPC:SM:Chol  (1:1:1)  LUVs  the  results  where  comparable  with  haemolysis 
experiments. This was not completely unexpected since the relative Chol content was 
very  similar  to  that  one  found  in  sheep  erythrocytes.  All  mutants  displayed  similar 
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binding affinities, as shown by ITC (Fig. VIII‐7, upper row) and SPR measurements (Fig. 
VIII‐8).  When  POPC:PSM  (80:20)  vesicles  (no  Chol  present)  were  used,  all  proteins, 
including the wild‐type, displayed a reduction in membrane affinity of around two fold 
(Table VIII‐4).  In the light of the highly hydrophobic nature of both Phe and Trp side‐
chains,  these  results  in  the absence of Chol were  interpreted as  the need of  specific 
interactions  established  by  Trp  residues  for membrane  binding.  Specific  interactions 
beyond the hydrophobic effect that cannot be fulfilled by the benzyl ring of Phe. Those 
ones lacking Trp114 did not even give a measurable signal in ITC experiments. This was 
in agreement with Trp114 being part of  the aromatic cluster  (Fig. 5) and also concur 
with recent results that propose an interaction between the choline head group of SM 
and  the Trp114 equivalent  residue  for EqtII  (Weber et al. 2015). On  the other hand, 
even  though  Trp110  belongs  to  the  aromatic  cluster  (Fig.  5),  mutants  affecting  this 
residue showed a membrane affinity similar to that of the wild‐type protein. This result 
was explained assuming that  the  interaction of Trp110 with the membrane  is mainly 
hydrophobically  driven  and  therefore,  the  substitution  for  another  hydrophobic 
residue  has  not  a  significant  effect.  In  fact,  Trp  110  is  not  conserved  in  all  known 
actinoporins  but  there  is  always  a  bulky  hydrophobic  residue  at  that  position.  This 
hypothesis  is  consistent  with  site‐directed  mutagenesis  studies  revealing  that  the 
equivalent residue (Trp112) of EqtII is needed for membrane recognition and stabilizes 
the membrane‐bound protein (Bakrač et al. 2008). Experiments carried out with FraC 
(Tanaka  et  al.  2015)  and  StnI  (Castrillo  et  al.  2010,  López‐Castilla  et  al.  2014)  also 
suggest  that  the equivalent  residues of Trp110 and Trp114 appear  in  the membrane 
binding region and seem to interact directly with lipids. 
  Calcein release experiments in the absence of Chol showed that all protein Trp 
mutants studied displayed low pore‐forming ability, as did wild‐type StnII (Figs. VIII‐9 
and VIII‐10). Mutants  lacking Trp114 were not even able to give a measurable signal. 
This  set of  results paralleled quite well with  the aforementioned SPR and  ITC assays. 
When these calcein  leakage assays were performed with Chol‐containing vesicles the 
observed  rates were  significantly  increased  and  the percentages  of  final  dye  release 
were  indistinguishable when mutants and wild‐type StnII were compared (Figs. VIII‐9 
and  VIII‐10).  This  means  that  replacing  StnII  Trp  residues  has  more  impact  on  its 
membrane binding ability than on the subsequent steps leading to the formation of a 
functional pore. Thus,  it was proposed that Trp residues  in actinoporins play a major 
role  in  membrane  recognition  and  binding  but  have  only  a  minor  influence  on  the 
diffusion and oligomerization, with the only exception of Trp146, which is  involved in 
protomer‐protomer interactions as it was previously stated. 
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  To  go  further  into  the  specific  interactions  established  between  actinoporins 
and SM molecules two analogues of this lipid were included in the experiments: CPE‐
Me2 and CH2‐PSM (Fig. 16). When the CPE‐Me2 analogue was assayed in the absence 
of  Chol,  none  of  the  proteins  (wild‐type  StnII  included)  were  able  to  produce  any 
measurable  signal  in  SPR  nor  in  calcein  leakage  assays.  This  impairment  was 
circumvented  by  the  presence  of  a  large  proportion  of  Chol  within  the membrane, 
except in the case of WquadrupleF mutant (Figs. VIII‐8 and VIII‐10). When using CH2‐
PSM  analogue, mutants  lacking  Trp114  could  not  be  rescued  either  (Figs.  VIII‐8  and 
VIII‐10). This could be explained because this SM analogue shows diminished hydrogen 
bonding  ability  (because  of  the 
substitution  of  an  oxygen  by  a  ‐CH2‐ 
group) and it has been proven that  the 
interfacial  hydrogen‐bonding properties 
of  SM  are  a  key  factor  in  membrane 
recognition  by  actinoporins  (Maula  et 
al.  2013).  The  different  geometrical 
arrangements  involved  in a ‐O‐ or ‐CH2‐ 
(tetrahedral)  bond  configurations  may 
also  lead  to  a  different  and  less 
favourable  SM  head  orientation  at  the 
membrane  surface.  The  results  confirm 
the  extreme  specificity  of  the 
interactions  required  for  StnII  to 
recognize SM‐containing vesicles. 
 
 
FROM PARTICULAR TO GENERAL: ACTINOPORINS AS A FAMILY 
 
  Only four of the many known actinoporins (Fig. IX‐1) produced by different sea 
anemones,  have  been  characterize  in  detail,  including  the  resolution  of  their 
monomeric  soluble  three‐dimensional  structures:  EqtII  from  Actinia  equina 
(Athanasiadis et al. 2001, Hinds et al. 2002), FraC from Actinia fragacea (Mechaly et al. 
2011, Tanaka et al. 2015), and StnI and StnII from Stichodactyla helianthus (Mancheño 
et al. 2003, García‐Linares et al. 2013). As it has been said previously, all of them show 
quite  high  sequence  identity  and  therefore,  almost  identical  conformation  (Fig.  2). 
Nevertheless,  they  display  different  haemolysis  activities  and  differential  sensitivity 
towards the distinct composition and/or biophysical state of their target membranes. 
So far, however, functional and biophysical properties of these proteins had not been 
studied in detail under identical experimental conditions. 
  All  four  actinoporins  showed  almost  identical  three‐dimensional  soluble 
structures (Fig. IX‐2), but near‐UV circular dichroism suggested that, even though Trp 
  
Figure  16.  Schematic  representation  of  the 
molecular structure of the analogues A) CPE‐NMe2 
and B) CH2‐PSM. The structural particularity of each 
analogue is highlighted in red. 
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residues  are  conserved  along  their  sequences,  occupying  equivalent  positions,  they 
must be  in rather different microenvironment when comparing the pair EqtII/FraC to 
StnI/StnII (Fig. IX‐3, right panel). 
  Haemolysis  activities of  EqtII,  FraC and  StnI were  almost  identical, while  StnII 
proved  to  be  much  more  efficient  (Fig.  IX‐5).  This  observation  correlates  with  the 
results obtained using synthetic peptides resembling actinoporins’ first 30 amino acids 
(Ros  et  al.  2015b).  This  behaviour  was  correlated  with  the  hydrophobicity  of  the 
corresponding  1‐10  N‐terminal  segment,  being  the  N‐terminus  peptide  analogue  of 
StnII the most buried one into the hydrophobic core of the membrane among the rest 
of the actinoporins. Thus, the results obtained using the complete native proteins can 
be  also  explained  in  terms  of  the  different  hydrophobic  character  of  this  protein 
segment. 
  The behaviour of the four actinoporins both in membrane binding affinity and 
calcein leakage experiments yielded similar results when using DOPC:SM (4:1) vesicles 
(Figs.  IX‐6,  IX‐7  and  IX‐8).  On  the  other  hand,  all  four  actinoporins  showed  an 
enhanced  and  very  similar  pore‐forming  activity  when  using  DOPC:SM:Chol  (1:1:1) 
vesicles  (Fig.  IX‐8), what  allowed  to  infer  that  the pore‐forming  easiness  induced  by 
sterols  (Palacios‐Ortega et al.  2016) must be a general property of  the actinoporins’ 
toxic action. However, from the kinetic point of view, in the presence of Chol, StnII was 
much faster in producing calcein release than the other three wild‐type proteins (Fig. 
IX‐8),  a behaviour very  similar  to  that one observed  in haemolysis.  Somehow,  in  the 
presence  of  Chol,  StnII would more  easily  diffuse,  oligomerize  and/or  penetrate  the 
bilayer with its extended N‐terminal ‐helix. Moreover, it has been recently described 
how many other sterols facilitate StnII‐induced pore formation, independently of their 
structure  (Palacios‐Ortega  et  al.  2016).  This  effect  appears  to  be  related  with  the 
capacity of these sterols to disrupt the hydrogen bonding network established mainly 
among  SM  molecules.  This  hypothesis  is  reinforced  by  the  behaviour  of  the  four 
actinoporins when  assayed  against  dihydro‐SMs.  As  it was  previously  observed with 
StnII  (García‐Linares  et  al.  2016),  membrane  binding  affinity  and  pore  formation 
capacity of actinoporins are markedly diminished when using dhSM containing vesicles 
due  to  a  tighter  phospholipid  packing  (Fig.  IX‐9).  This  perturbation  seems  to  be  less 
determinant in EqtII, something that should be explained in the future. 
  In summary, the four actinoporins so far characterized in molecular detail show 
quite  different  behaviour  when  studied  against  simpler  model  systems.  This 
differential  behaviour  might  be  a  consequence  of  their  distinct  specificities  and/or 
membrane  binding  affinities which might  eventually  be modulated  by  the  nature  of 
their natural target membranes or even the presence of not yet characterized isotoxin 
forms from the same sea anemone species, a possibility that seems even more feasible 
after  the  recent  results  that  demonstrate  how  StnI  and  StnII  can  act  synergistically 
(Rivera‐de‐Torre et al. 2016). 
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NANODISCS: A LIPID PLATFORM FOR PORE RECONSTITUTION 
 
  Self‐assembled phospholipid bilayer nanodiscs have become an important and 
versatile tool among model membrane systems to functionally reconstitute membrane 
proteins. Nanodiscs consist of a  lipid bilayer encased within an engineered derivative 
of  apolipoprotein  A‐1  scaffold  protein  (Fig.  17),  which  can  be  tailored  to  yield 
homogeneous preparations of disks with different diameters, and with epitope tags for 
exploitation in various purification strategies (Ritchie et al. 2009). 
  Nanodiscs  have  been  revealed  as  a  perfect  strategy  to  reconstitute  the 
transmembrane  pore  structure  of  actinoporins  in  a  soluble  state.  The  StnII  pores 
shown  in  this  work  are  not  only  perfectly  water  soluble  particles  but  have  the 
additional  advantage,  when  compared  to  the  crystal  structures  obtained  so  far 
(Mechaly et al. 2011, Tanaka et al. 2015), that the reconstruction has been made in a 
detergent‐free  environment.  Thus,  there  are  no  elements  present  that  could  distort 
the membrane structure or membrane‐proteins interactions. 
  Furthermore, StnII, instead of being present in the reconstitution mixture with 
the  lipids  and  the  scaffold  protein,  is  added  to  already  reconstituted  and  purified 
nanodiscs. This way, the formation of the pore has more resemblance to the real mode 
of action of StnII in nature. 
  An  additional  advantage  is  the  lipid  composition  employed,  since  it  contains 
both SM and Chol. No nanodiscs of this composition have been described before in the 
scientific  literature,  as  far  as  we  know.  Therefore,  we  have  first  accomplished  the 
construction of a completely new kind of nanodisc in terms of its  lipidic composition. 
Additionally,  Chol  was  not  present  in  any  of  the  previous  actinoporin  structures 
published  so  far,  even  though  we  now  know  that  it  is  a  required  membrane 
component for the correct formation of the functional pore (Wacklin et al. 2016). The 
three‐dimensional model reconstructed from cryo‐electron microscopy images (Fig. X‐
 
Figure 17. Side view (left) and frontal view (right) of a nanodisc. Modified from (Ritchie et al. 
2009). 
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7)  shows  a marked  curvature of  the membrane  at  the  inner  hole  of  the pore which 
should be explained by the presence of Chol favouring membrane monolayer bending 
and explaining, in part, why this lipid favours the formation of the pore.  
  Based  on  these  cryo‐electron microscopy  preliminary  results,  the  inclusion  of 
the nanodiscs in the set of tools available to study the actinoporins’ structure‐function 
relationships would be probably revealed of a crucial importance. 
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  Sphingomyelin  has  been  long  ago  recognized  to  be  crucial  for  actinoporins’ 
membrane recognition and binding. However, one of the most important conclusions 
derived  from  the  results  presented  now  is  that  Chol  also  strongly  modulates 
membrane  binding  affinity  and  pore  formation  ability  of  actinoporins  by  affecting 
membrane  fluidity,  interfering  with  the  interfacial  intermolecular  hydrogen  bonding 
among  SM  molecules  and  affecting  the  SM  phosphocholine  head  group  tilt  and 
dynamics.  The  inhibitory  effect of  ceramides  and  the  key  role of  specific  amino acid 
side  chains  interactions  with  SM  hydrogen  bonding  prone  groups  have  been  also 
established. 
 
  The three‐dimensional structure of StnI has been solved with atomic resolution. 
Relevant protein  regions  for  conformational  changes associated with pore  formation 
and  involving  long  distant  rearrangement  of  the  polypeptide  chain  have  been 
identified. 
 
  The  production  of  mutant  variants  of  StnI  and  StnII  has  led  to  a  better 
understanding of the particular role of key residues located at particular regions of the 
protein that seem to be essential for the correct function of these actinoporins: 
‐  Mutation  of  amino  acids  located  at  the  30  first  residues  stretch  yielded 
mutants with a diminished pore formation capability. 
‐ Changes in the POC binding site, the cluster of aromatic residues, or the array 
of basic amino acids generated proteins which, in general terms, were deficient 
in membrane recognition and binding. 
‐  Mutations  at  the  presumed  integrin  binding  RGD  motif  revealed  that  this 
sequence  is  crucial  for maintaining  the actinoporins’ pore‐competent  state of 
protein oligomerization. 
 
  It  has  been  also  determined  that  even modification  of  actinoporins’  residues 
located at positions far away from the interactions needed for membrane binding, or 
insertion, did also  largely affect the proper functionality of these proteins by altering 
the strictly required conformational freedom and/or electrostatic distribution of well‐
defined protein regions. 
 
  StnII  has  been  shown  to be  the most  powerful  of  all  four  actinoporins which 
structure is known at atomic resolution. This feature seems to be directly related with 
the particularly hydrophobic region of its amino‐terminal stretch. 
 
  The  employment  of  nanodiscs  as  lipid  platforms  to  reconstitute  the 
transmembrane pore of StnII in a soluble state has provided a high resolution structure 
of the pore. Work  is  in progress not only to  improve the quality of this structure but 
also  to  include  StnI  and  nanodiscs  of  different  lipidic  composition  in  this  study.
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